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Résumé 
Ce travail de thèse propose de réaliser un nanofil électrique auto-assemblé constitué de protéines. 
L’unité de base de ce nanofil est une protéine chimère comprenant un domaine capable de 
former des fibres amyloïdes (Het-s 218-289) et un domaine capable d’effectuer des transferts 
d’électrons (une rubrédoxine). Le premier domaine permet la réalisation d’une fibre par auto-
assemblage tandis que le deuxième est exposé à la surface de cette structure. Les caractéristiques 
redox du domaine exposé permettent aux électrons de se déplacer d’un bout à l’autre de la fibre 
par sauts successifs. Un tel nanofil a été créé et caractérisé par différentes techniques 
biophysiques. Ensuite, la preuve de la conduction des nanofils a été apportée sur des ensembles 
d’objets, de manière indirecte par électrochimie, et de manière directe par des mesures 
tension/courant. Ces travaux ouvrent la voie à la réalisation d’objets biocompatibles, 





The research described in this thesis aims at creating a self-assembled nanowire only made of 
proteins. The building block of this wire is a chimeric protein that comprises an amyloid fibril 
forming domain (Het-s 218-289) and an electron transfer domain (rubredoxin). The first one 
self-assembles in amyloid fibrils which display the second at their surface. Redox characteristics 
of the exposed domain allow electrons to move from one extremity of the fibril to the other by 
successive jumps. Such a nanowire has been created and characterized by various biophysical 
experiments. Then, the conductivity of the nanowires has been demonstrated on sets of wires by 
electrochemistry and by direct current measurements. These experiments pave the way for future 
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 Introduction générale 
1 Le contexte 
1.1 Le contexte socio-économique 
Le monde de la recherche, fortement impacté par le contexte socio-économique, a vu le nombre 
de publications scientifiques combinant les mots ‘‘environnement’’ et ‘‘économie’’ passer de 
moins de 10 en 1990, à plus de 6000 en 2009. 50% des publications en question ont été écrites 
durant les 5 dernières années1. Cela reflète simplement que l’impact environnemental est un des 
enjeux économiques grandissants de notre société. Ainsi, la plupart des secteurs industriels sont 
obligés de surveiller les conséquences sur l’environnement du cycle de leurs produits (des 
matières premières jusqu’à la destruction) afin de s’inscrire dans le cadre d’un développement dit 
‘‘durable’’.  De même que leur mode de production, la destination finale des produits est 
désormais une donnée valorisable pour les entreprises qui n’hésitent pas à vanter la recyclabilité 
de leurs produits ou le respect environnemental de leur dégradation [1]. 
1.2 Les matériaux biodégradables 
Dans ce contexte, les matériaux biodégradables gagnent en part de marché [2, 3]. D’après la 
législation en vigueur, un matériau dégradable est « une substance qui peut, sous l'action 
d'organismes vivants, se décomposer en éléments divers dépourvus d'effets dommageables sur le 
milieu naturel » [4]. Ces matériaux se classent en deux catégories : ceux issus de matières 
biologiques ou des polymères synthétiques [5-9]. Le principe scientifique sur lequel s’appuie la 
biodégradation est la déstructuration des chaînes carbonées composant les polymères en 
éléments plus petits assimilables par des organismes tels que les bactéries. Cette déstructuration 
doit pouvoir être initiée par des éléments présents dans la nature comme les UVs 
(photodégradation), l’humidité (matériaux hydrosolubles), la chaleur, l’oxygène, ou une 
combinaison de plusieurs de ces facteurs. Par exemple, les matériaux oxobiodégradables se 
dégradent avec la présence combinée d’oxygène, d’UV et de chaleur.  
Cependant, biodégradable ne signifie pas écologique. En effet, les matières premières de ces 
matériaux peuvent provenir d’éléments biologiques issus de l’agriculture intensive, ou même de 
                                                 
1 Statistiques extraites de la base de données ‘‘web of science’’ avec les mots environment, economy et leurs dérivés 
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produits dérivés du pétrole. Les procédés de fabrication ou de dégradation de ces matériaux 
peuvent conduire à des métabolites toxiques ou des rejets de gaz à effet de serre comme le 
méthane [10, 11]. 
L’industrie des matériaux biodégradables est donc en plein essor, et a encore des défis à 
surmonter. De plus, les domaines d’application sont encore peu nombreux (emballages et sacs 
jetables). C’est donc un domaine qui demande de l’investissement en termes de recherche afin de 
trouver de nouveaux matériaux, les procédés de fabrication associés, ainsi que de nouvelles 
applications. 
1.3 Les matériaux résorbables 
La définition des biomatériaux la plus largement retenue est celle donnée par Williams en 1987 : 
« Biomaterials are those materials which are used in medical, dental, veterinary or 
pharmaceutical applications and which come into intimate and sustained contact with tissues of 
the body, generally (although not exclusively) being implanted within these tissues » [12]. Le 
préfixe ‘‘bio’’ fait ici référence à la notion de biocompatibilité (définie plus tard comme la 
capacité d’un matériau à accomplir un rôle spécifique avec une réponse appropriée de l’hôte) et 
non de biodégradabilité. Mais ces deux termes peuvent se retrouver dans le cadre des matériaux 
résorbables comme il en existe déjà pour le matériel chirurgical [9, 13-15].  




Le matériau résorbable le plus connu est le fil de suture qui est composé d’acide polyglycolique 
(PGA), mais il existe également la gélatine hémostatique (pansement fait de collagène) ou les 
membranes de collagène pour la reconstruction osseuse dentaire (Figure 1). D’autres types de 
matériaux comme les coraux ont été utilisés comme support à la reconstruction osseuse. Il existe 
également des implants mammaires à durée limitée faits d’acide hyaluronique. L’apparition des 
stents résorbables (maillage semi-rigide servant à maintenir un vaisseau ouvert), et des implants 
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penser qu’il y a encore de nombreux objets à développer dans le domaine pour améliorer la 
récupération et le suivi post opératoire [16]. 
2 Les protéines et leurs applications 
Le travail de recherche présenté dans cette thèse s’inscrit dans une thématique de recherche 
grandissante qui consiste à utiliser des protéines dans des dispositifs technologiques. En plus 
d’être biodégradables, celles-ci peuvent être biocompatibles2. A l’heure où la miniaturisation 
atteint l’échelle du nanomètre, ces molécules présentent des niveaux de complexité et de 
fonctionnalité inégalés, qui ont été sélectionnés par des milliers d’années d’évolution [18-20]. De 
nombreux travaux existants consistent donc à combiner ces propriétés uniques avec des 
dispositifs technologiques plus classiques qui sont généralement basés sur les procédés de la 
microélectronique [21, 22]. Ce domaine sort donc du simple cadre des matériaux dégradables et 
des biomatériaux. Cependant, ce type de recherche en est à ses débuts et est en plein essor. Il est 
donc fort probable que des découvertes futures permettront de s’émanciper de la partie 
‘‘technologie standard’’, et ainsi de revenir vers des applications biodégradables et/ou 
biomatériaux. Ce travail de thèse permettra peut-être d’apporter un élément à cette évolution. 
Une présentation générale des protéines et de leurs caractéristiques va être faite afin de 
comprendre l’étendue de ce que peuvent réaliser ces objets moléculaires. Nous nous focaliserons 
ensuite sur certaines protéines d’intérêt qui sont le cœur de ce projet de thèse. 
2.1 Description générale 
Les  protéines sont des polymères d’acides aminés, ou plus précisément d’acides -aminés. 
Ceux-ci sont organisés autour d’un atome central de carbone (nommé C) portant : une fonction 
amine, un groupement acide carboxylique et une chaîne latérale variable selon l’acide aminé et 
faisant la particularité de celui-ci (voir annexe 1). Le groupement carboxyle d’un acide aminé 
peut former une liaison covalente avec la fonction amine d’un autre acide aminé. Les réactions 
peuvent ainsi s’enchaîner jusqu’à former un polymère d’acides aminés nommé peptide ou 
polypeptide. 
                                                 
2 Il existe malgré tout certaines protéines toxiques qui sont à proscrire d’éventuelles applications : [17] C. 
Lesieur, B. VecseySemjen, L. Abrami, M. Fivaz, F.G. vanderGoot, Mol. Membr. Biol., 14 (1997) 45. 
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Ces peptides sont définis par la séquence d’acides aminés. Aussi appelée structure primaire, cette 
chaîne va interagir sur elle-même localement pour former des structures secondaires (feuillets , 
hélices , turn [23]). Ces interactions locales sont des liaisons hydrogènes3 entre différentes 
fonctions acides et amines. Ensuite, les chaînes latérales des différentes structures secondaires 
vont interagir les unes avec les autres (interactions électrostatiques ou Van der Walls) pour 
former la structure tertiaire de la protéine. Certaines protéines ont encore besoin d’interagir 
ensemble à un niveau supplémentaire pour être fonctionnelles. On parle alors de structure 
quaternaire (Figure 2). 
 

                                                 
3 Elles sont parfois notées liaisons H. Dans le cas des feuillets , elles peuvent aussi s’appeler interactions . 
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Les mécanismes d’interactions qui gouvernent la structure des protéines sont complexes et leur 
étude est un domaine de recherche appelé ‘‘repliement des protéines’’. Il s’agit d’un phénomène 
auto-assemblé aboutissant à une structure à trois dimensions. C’est cet arrangement 
tridimensionnel qui va généralement gouverner les interactions possibles avec les autres entités 
chimiques (protéines, molécules, atomes) et être à l’origine des mécanismes présents dans le 
monde vivant [24]. L’étude des protéines se fait généralement dans un but de compréhension de 
ces interactions. Cela permet notamment de comprendre les éventuels dérèglements à l’origine 
de pathologies et ainsi d’identifier d’éventuels traitements. 
2.2 Les différentes fonctions exploitables 
Mais les protéines intéressent désormais d’autres domaines de la communauté scientifique. 
Certaines caractéristiques de l’immense panel de fonctions que les protéines accomplissent dans 
les cellules vivantes peuvent être détournées et utilisées à des fins technologiques. D’un point de 
vue biologique, les fonctions des protéines sont classées en plusieurs catégories : les protéines de 
transport, les protéines régulatrices, les protéines de signalisation, les protéines de structure et 
les protéines motrices. Du point de vue des applications technologiques, elles peuvent être 
séparées selon trois types de fonctions exploitables : les interactions biochimiques, les moteurs 
moléculaires et les structures protéiques. Chaque type va être présenté avec des exemples 
d’application. Les peptides de synthèse, qui n’exploitent pas directement les fonctions des 
protéines, seront traités dans un quatrième temps. 
2.2.1 Les interactions biochimiques 
Toutes les protéines remplissent leur rôle grâce aux interactions qu’elles ont avec les différents 
éléments de leur environnement (protéines, molécules, membranes). Mais dans certains cas, ce 
n’est qu’un aspect secondaire qui sert un but plus intéressant en termes d’application. Les 
exemples présentés ici sont ceux qui exploitent directement cette interaction. 
La biocatalyse redox 
Les interactions biochimiques peuvent être mises à profit dans l’industrie chimique. Il existe 
parmi les protéines des catalyseurs de réaction qui peuvent être utilisés pour améliorer le 
rendement des réactions soit directement, soit dans des approches bio-inspirées. 
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On peut notamment citer les Monooxygénase de Baeyer–Villiger qui ont montré leur capacité à 
faire des oxydations énantiosélectives, des sulfoxydations enantiosélectives et des epoxydations 
[25, 26]. 
De nombreux travaux ont utilisé les hydrogénases pour catalyser la conversion des protons en 
dihydrogène. Cette molécule est considérée comme ayant un gros potentiel pour succéder aux 
énergies fossiles. N’existant pas naturellement, sa production à coût modéré est l’élément clé 
d’une réelle exploitation. Alors que la chimie standard ne sait catalyser sa conversion qu’en 
employant des métaux onéreux comme le platine, les hydrogénases y parviennent à l’aide d’un 
cofacteur binucléaire Fe-Fe ou Ni-Fe [27, 28]. Ce phénomène a inspiré de nombreux travaux 





Les biocapteurs et biopuces 
Les interactions biochimiques sont l’élément clé de tous biocapteurs. Si l’un des deux acteurs 
d’une réaction (la sonde) est immobilisé sur une surface, la présence de l’autre acteur (la cible) 
peut être sondée dans un milieu. Ces dispositifs ont des implications en recherche, en 
diagnostique, en surveillance sanitaire, en agroalimentaire, en études environnementales et en 
contre-terrorisme [30]. 
Les biocapteurs nécessitent que la réaction sonde/cible soit détectable. L’existence d’un 
transducteur adapté à la réaction biochimique d’intérêt est indispensable. Celui-ci a pour rôle de 
transformer le signal résultant de l’interaction en un signal qui peut être traité et quantifié 
électroniquement. 
Le transducteur le plus ancien et le plus évident est une électrode qui va collecter les électrons 
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(ce qui n’est pas toujours le cas) et présente l’avantage d’avoir une transduction immédiate de la 
réaction en signal électronique. Un des plus anciens biocapteurs consiste en la détection du 
glucose par la glucose oxydase (Figure 4). L’oxydation du glucose en gluconolactone par cette 
protéine produit également deux ions H+ et deux électrons. La destination naturelle pour ces 
éléments est la réduction d’oxygène en peroxyde d’hydrogène ; mais les électrons peuvent être 
captés par l’électrode [31]. Le nombre d’électrons captés par unité de temps (c'est-à-dire le 
courant), permet de remonter à la concentration en glucose. 





D’autres transducteurs sont basés sur des phénomènes optiques comme la fluorescence ou la 
résonance plasmonique de surface (SPR). Cette dernière technique permet de détecter n’importe 
quelle interaction biochimique sur une surface plasmonique [32, 33]. L’association de la cible 
sur la sonde modifie localement l’indice de réfraction de la surface. Les propriétés de réflexion 
de cette surface sont alors changées ; ce qui peut être évalué par un système optique associant un 
laser et un détecteur (Figure 5). Ce système requiert la présence d’une surface particulière dite 
‘‘plasmonique’’ qui est généralement une fine couche d’or. Cette technique est donc onéreuse, ce 
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De nombreux mécanismes mettent en jeu la fluorescence. Le mécanisme le plus simple consiste 
en l’établissement d’un lien entre la cible et un fluorophore (molécule capable d’émettre de la 
fluorescence). Ainsi, les cibles peuvent être détectées visuellement si elles sont immobilisées à la 
surface suite à l’interaction avec la sonde. L’existence de quenchers (inhibiteurs de fluorescence) 
permet d’autres utilisations de la fluorescence lorsque la fixation du fluorophore directement sur 
la cible n’est pas possible [34, 35]. 
Les piézoélectriques ont également été utilisés en tant que transducteur. En effet, la présence 
d’éléments à leur surface peut faire varier leur fréquence de résonance, qui est un paramètre 
aisément mesurable [36, 37]. 
Un autre exemple est celui du canal ionique dans une couche lipidique déposée sur une 
électrode. Si la sonde est attachée à un de ces canaux, son interaction avec la cible va fermer le 
canal. Les ions ne vont donc plus s’écouler de l’autre côté de la couche lipidique et cette 
différence de conductivité peut-être détectée par l’électrode [38]. 
2.2.2 Les moteurs moléculaires 
De manière générale, les moteurs moléculaires sont des assemblages (plus ou moins complexes) 
de molécules qui convertissent une énergie chimique, optique ou électrique en mouvement 
physique. Il y a deux classes chez les moteurs constitués de protéines : les moteurs rotatifs et les 
moteurs linéaires. Parmi les premiers se trouvent notamment : le complexe F0F1-ATP synthase 
dont la rotation est activée par le gradient de proton et permet la transformation d’ADP en 
ATP (action réversible), le moteur du flagelle bactérien utile à la motilité cellulaire [39, 40] 
(Figure 6 c) les hélicases qui séparent les bases de l’ADN en se déplaçant le long des brins [41, 
42]. Dans la seconde classe, il y a les polymérases qui se déplacent le long de l’ADN pour 
polymériser un brin complémentaire (ADN) ou transcrit (ARN) [43] (Figure 6 b); ainsi que 
plusieurs protéines motrices comme les myosines et kynésines qui se déplacent respectivement le 
long des filaments d’actine et microtubules [44, 45] (Figure 6 a). 
En maitrisant la position des myosines sur un substrat, Mansson et al contrôlent le mouvement 
de filaments d’actine qui peuvent être utilisés comme cargos moléculaires [46, 47]. Ces derniers 
pourraient avoir des applications sur des dispositifs technologiques pour effectuer du triage, 
délivrer des substances ou assembler des composants.  
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Les moteurs moléculaires ont un rendement énergétique allant de 50 à 100%, ce qui est 
excellent4. Ils sont donc des cibles privilégiées en tant que mécanismes biologiques à transférer 
aux systèmes technologiques et inspirent beaucoup d’études [43, 44, 48-50]. Cependant, ces 
complexes protéiques ne sont pas autonomes et nécessitent un environnement spécifique pour 
fonctionner. Ils requièrent généralement la présence d’ATP, ce qui complique fortement leur 
intégration dans un dispositif déconnecté du vivant. Ils sont également plus fragiles que les 
objets cristallins.  
2.2.3 Les protéines en tant que structure 
Le modelage et la confection de formes spécifiques sont très complexes avec les moyens 
technologiques standards, alors que la nature fait et défait constamment toutes sortes de formes 
(sphères, fils, réseaux) grâce aux propriétés d’auto-assemblage des protéines. C’est le cas 
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notamment des protéines du cytosquelette (actine, microtubule) [51, 52]. De nombreuses études 
ont également montré que les protéines sont capables de former des structures non-naturelles. 
L’assemblage et le désassemblage de ces structures sont généralement gouvernés par des 
conditions physico-chimiques particulières de pH, force ionique, concentration, ou température. 
L’utilisation des protéines est donc la plus évidente en nanotechnologies où elles servent de 
blocs de construction auto-assemblés. Cet assemblage protéique peut servir en tant qu’ossature 
qui pourra ensuite être le support d’une autre entité. Il peut aussi simplement être un ‘‘moule’’ 
qui sera ensuite recouvert d’un autre matériau auquel on veut donner cette forme [53]. 
Cette partie va présenter les différentes structures sphériques, 1D, 2D, ou 3D. 
Objets sphériques 
De nombreuses protéines peuvent s’agréger sous la forme de sphères mais les conditions de 
stabilité restreignent les applications possibles [54, 55]. Leurs qualités biologiques pourraient les 
mener vers le rôle d’agent texturant dans l’agro-alimentaire ou les cosmétiques. Cependant, ces 
objets n’ont généralement pas d’organisation précise et/ou connue pour le moment, donc ils ne 
peuvent pas être utilisés comme motif nanostructuré. 
Les capsides de virus ont été parmi les premiers objets protéiques à être utilisés comme 
‘‘nanostructure’’ [56, 57]. Composées de quelques protéines différentes (le plus souvent deux ou 
trois) qui s’assemblent en un motif répété, elles forment des objets sphérulites de 10 à 50 nm de 
diamètre. 
       

 
Plusieurs travaux ont visé à utiliser ces structures comme conteneur pour faire de l’encapsulation 
de molécules (par exemple pour du relargage de molécules thérapeutiques). D’autres études 
visent à utiliser non pas l’intérieur mais la surface de la capside à la manière d’un colloïde 
(Figure 7). Par exemple, la présence d’anticorps à sa surface peut permettre d’aller fixer la 
capside sur une tumeur et servir à faire de l’imagerie ou du relargage ciblé. Les virus peuvent 
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également être recouverts de métal et ainsi créer des colloïdes creux. Selon le métal employé, la 
particule pourra avoir des propriétés conductrices, thermiques, ou magnétiques différentes. 
La ferritine qui s’organise sous la forme d’une coque servant au stockage du fer, peut être 
utilisée pour réaliser des nanoparticules en oxyde de fer ou de cobalt. Les particules ainsi créées 
sont magnétiques et ont un diamètre de 6 nm de diamètre (Figure 8) [58]. Une approche similaire 
avec une protéine modifiée a permis la création de colloïdes magnétiques Cobalt/Platine de 6,5 





L’objet 1D, c’est à dire le fil ou le tube, est généralement la base de tout réseau car il permet de 
relier des nœuds. C’est donc un élément important qui inspire de nombreux travaux de recherche 
technologique. Les nanotubes de carbone et autres nanofils semi-conducteurs en sont un exemple  
[60-64]. 
Les structures unidimensionnelles utilisées par la nature sont généralement dynamiques et 
nécessitent un environnement particulier pour s’organiser (conditions salines, présence d’ATP) 
[51]. La métallisation de ces structures est un moyen de les stabiliser et de les rendre 
conductrices pour en faire des nanofils conducteurs. 
Il existe plusieurs méthodes pour métalliser des structures. Dans le principe, il s’agit de réduire 
sous forme solide des ions en phase liquide. Cela peut être spontané [65, 66], ou nécessiter la 
présence d’un métal nucléateur (or ou platine) en plusieurs endroits de la structure à recouvrir 
[59, 67-70]. L’emploi de l’une ou l’autre méthode a des conséquences notables. Lorsqu’un 
nucléateur est utilisé, celui-ci est exposé à la surface de l’objet. La réduction de métal entraîne un 
accroissement des différentes zones de nucléation jusqu’à ce qu’elles entrent en contact. Cela 
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recouvre grossièrement les structures, alors que le phénomène spontané va plutôt se produire 






Ce type d’approche a été employé pour faire des nanofils à base de microtubules, d’actine, ou de 
fibres amyloïdes. Une approche combinée des deux techniques a permis de réaliser un câble 
coaxiale, dans lequel la couche de protéine joue le rôle d’isolant entre les deux zones métalliques 
[71]. Cependant, aucune mesure de conductivité n’est donnée. Effectuer une mesure 
indépendante sur les deux zones métalliques peut s’avérer délicat, techniquement parlant. Il est 
aussi probable que la protéine ne joue pas bien sont rôle d’isolant et qu’il y ait un contact entre la 
gaine et le cœur du câble. 
A ce jour, aucune de ces réalisations n’a dépassé le stade de la preuve de concept. Malgré la forte 
activité de quelques groupes dans ce domaine comme celui de Gazit, l’utilisation concrète de ce 
type d’objet dans l’industrie n’est pas encore prête [72]. 
Mis à part le rôle que peut jouer l’actine en combinaison avec les myosines (vu précédemment), 
les développements sur des objets unidimensionnels impliquent généralement des fibres 
amyloïdes ou des peptides de synthèse. Ces objets sont nettement plus stables et seront décrits en 
détails dans des parties qui leur sont consacrées. 
Les arrangements 2D 
La fixation artificielle d’une ou plusieurs entités protéiques sur une surface est un procédé 
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été développées avec chacune leurs avantages et inconvénients : adsorption [73, 74], intégration 
dans les monocouches auto-assemblées (SAM) [75, 76], greffage covalent, moulage [77, 78]. 
Cependant, aucune de ces techniques ne conduit à une réelle organisation des protéines à faible 
échelle et ne peut donc aboutir à de la nanostructuration. 
Les couches de surface cristallines (S-layer) sont à priori les seules structures protéiques 
bidimensionnelles naturelles. Il s’agit de couches composées d’une seule entité protéique de 40 à 
200 kDa recouvrant avec une seule épaisseur la surface de certaines archaea. Ces couches ont 
une organisation périodique et sont poreuses ; ce qui permet à des particules de s’insérer à 
l’intérieur. Elles ont ainsi été utilisées pour structurer des réseaux de particules (colloïdes, dots) à 





Des films ont été créés artificiellement avec des fibres amyloïdes. Une orientation préférentielle 
des fibres se dégage et peut influencer l’alignement d’autres molécules qui ne s’aligneraient pas 
spontanément. Dans une étude, ce réseau a permis d’aligner des fluorophores (la thioflavine) ; ce 
qui entraîne l’émission d’une lumière polarisée [82]. 
Les réseaux 3D 
Certaines protéines s’auto-organisent en réseau à trois dimensions. C’est le cas notamment des 
cristaux de protéines qui sont généralement utilisés pour résoudre la structure à haute-résolution 
des protéines [28, 83-85]. Dans le domaine médical, ils permettent une stabilisation des protéines 
à haute concentration (intéressant pour le stockage) [86]. Cela peut aussi être un nouveau vecteur 
thérapeutique potentiel qui permet par exemple une amélioration de la réponse immunitaire pour 
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En terme de structure, ils sont intrinsèquement concurrents des zéolites (cristaux microporeux) 
qui sont utilisés pour faire de la filtration à l’échelle moléculaire [89]. Plus récemment, des 
cristaux de lysozyme ont été utilisés par Cohen-haddar et al en tant que précurseurs à la 
formation d’hydrogels [90]. 





Les réseaux à trois dimensions résultent parfois d’un niveau d’interaction supérieur entre 
éléments unidimensionnels (fils, fibres) (Figure 11c). Ces réseaux sont généralement des 
hydrogels qui sont très poreux et permettent à de gros objets de s’y insérer. Ils sont 
principalement utilisés en ingénierie tissulaire [92-94]. Parmi les plus couramment cités, il y 
a les gels de collagène, de fibrine et de fibres de soie qui ont été utilisés pour l’ingénierie 
tissulaire des os ou du cartilage. Certaines fibres amyloïdes peuvent également former des 
hydrogels [91, 95-97]. La taille des pores, plus petite que dans les autres gels, les rend plus 
adaptés pour piéger efficacement des molécules. Bhak et al ont utilisé cette caractéristique pour 
stabiliser la HRP et ainsi améliorer son activité [91]. 
2.2.4 Les protéines non-naturelles 
La modification des protéines est un aspect courant dans les différents exemples cités 
précédemment. Il peut y avoir des mutations. Par exemple, l’insertion d’une cystéine permet la 
liaison covalente de la protéine à l’or [98]. Différentes liaisons chimiques, dont celle du 
glutaraldéyde, ont également été utilisées pour lier des protéines ou les faire interagir avec un 
substrat [99]. Dans les peptides de synthèse, des acides aminés non-naturels peuvent être insérés 
pour remplir certaines fonctions chimiques. Arikuma et al ont ainsi créé des peptides alternant 
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par sauts entre les acides aminés modifiés [100]. Des protéines chimères existent également. 
Elles permettent généralement de coupler les fonctions de deux protéines. Par exemple, la fusion 
d’une protéine d’intérêt avec la protéine fluorescente verte (GFP) permet de localiser cette 
protéine d’intérêt par fluorescence [34]. 
Bien que la prédiction des interactions entre protéines reste quelque chose de très délicat [101], il 
est possible de façonner des objets entièrement artificiels dans un but précis. Ce sont 
généralement des peptides qui miment des fonctions biologiques en simplifiant au maximum la 
séquence peptidique nécessaire. 
Des peptides de synthèse peuvent par exemple être sensibles à certaines conditions physico-
chimiques (pH, température). La réponse de ces peptides (par exemple un changement de 
conformation) peut-être détectée et servir de base à un biocapteur [102].  
Mais c’est encore dans le domaine de la nanostructuration que les exemples sont les plus 
nombreux. Plusieurs équipes ont utilisé tantôt les interactions hydrophobes, tantôt les 
interactions  (liaisons hydrogène) pour former des blocs de bases qui se reconnaissent et 
s’assemblent. Ces motifs de base ont permis de former des nanotubes [103, 104], des nanofils, et 
des sphères qui sont les premières étapes vers des assemblages plus complexes [105-108] (Figure 
12). D’autres équipes ont réalisé des embranchements ou des coudes [109, 110]. Tous ces 
travaux permettent de développer les éléments de base qui permettront un jour de faire des 
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3 Ce que l’on désire faire 
3.1 Le constat 
Ce projet part du constat qu’il n’existe actuellement que deux façons d’utiliser les protéines dans 
des dispositifs technologiques. Il y a les matériaux 100% protéiques qui sont généralement isolés 
et utilisés en tant que vecteur ou matériau résorbable ; et les matériaux qui utilisent l’auto-
assemblage des protéines pour modeler des nouveaux nano objets. Cette deuxième catégorie peut 
être utilisée dans des dispositifs complexes, mais implique généralement une métallisation. Il 
n’existe encore aucun dispositif où l’ensemble des fonctionnalités est assuré par des protéines ou 
autres matériaux organiques biodégradables et/ou biocompatibles. Pour atteindre ce but, il 
manque un élément essentiel à tout dispositif complexe impliquant de l’électronique : un 
matériau conducteur. A ce jour, cette fonction est assurée par une métallisation des surfaces ou 
des objets. Il existe bien d’autres matériaux conducteurs tels que les nanotubes de carbone ou les 
polymères conducteurs, mais aucun n’apporte de solution satisfaisante en termes de respect de 
l’environnement et du corps humain. 
3.2 Le projet 
Nous allons tenter de remplacer la fonction de conduction électrique par une fonction protéique 
équivalente pour permettre la création de dispositifs exploitant au maximum les fonctionnalités 
des protéines ainsi que leurs qualités d’éléments biologiques. Dans les organismes vivants, le 
transfert d’électrons est un mécanisme courant impliquant de nombreuses protéines. Cette 
fonction peut être canalisée le long d’un support tel qu’une fibre protéique, pour aboutir à la 
réalisation d’un système de conduction électrique unidimensionnel entièrement fait de protéine. 
3.3 Les choix 
Pour que ce ‘‘nanofil’’ de protéines soit utilisable dans des applications, nous avons cherché à le 
faire le plus simple et le plus robuste possible. Le choix de la structure protéique à utiliser s’est 
donc porté vers les fibres amyloïdes qui sont stables, robustes, et qui ont déjà fait leurs preuves 
en tant que structure dans différents travaux de recherche. Plus précisément, la protéine utilisée 
est le domaine prion het-s de podospora anserina car ses fibres amyloïdes sont bien caractérisées 
dans la littérature. 
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Les mêmes raisons sont toujours valables pour le choix de la protéine de transferts d’électrons. 
D’autres contraintes viennent cependant s’ajouter car il faut que le transfert d’électrons d’une 
protéine à l’autre soit le plus efficace possible. Le choix final est la rubrédoxine de 
methanococcus voltae en raison de sa robustesse, de sa petite taille, de sa simplicité et de son 
potentiel isoélectrique quasi-neutre. 
Pour la fixation de la protéine sur la fibre amyloïde, nous avons décidé de faire une protéine 
chimère avec un domaine formant la fibre amyloïde et un domaine assurant le transfert 
d’électrons (Figure 13). Cela permet d’avoir un lien covalent (donc solide) pour lier les deux 
protéines et d’assurer une répartition continue des protéines de transferts le long de la fibre 
amyloïde. De plus, ces protéines peuvent être produites en tant que protéines recombinantes. La 
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4 Les fibres amyloïdes 
4.1 Leur histoire 
Connues d’abord sous la forme d’agrégats, le caractère amyloïde a été défini pour la première 
fois par Virchow en 1854 lorsqu’il observe un corpora amylacea (masse à la fonction mal définie 
résultant probablement d’une dégénérescence cellulaire) sur un cerveau d’apparence 
‘‘anormale’’ (Figure 14). Ce corpora amylacea se colore en bleu pâle lors du marquage à l’iodine 
et en violet lors d’un ajout supplémentaire d’acide sulfurique. Il conclut qu’il s’agit de cellulose 
ou d’amidon (la différence entre les deux entités étant encore mal définie à l’époque) et lui 
donne le nom d’amyloïde (du grecque ancien amylon pour amidon) [111]. Par la suite, les dépôts 
amyloïdes sont associés à des symptômes cliniques et à une classe de protéines capable 
d’effectuer un changement de conformation sous forme de fibre (changement de structure 




Les techniques évoluant, ces agrégats sont désormais caractérisés par l’exacerbation de la 
fluorescence de la thioflavine, leur biréfringence lors du marquage au congo red et leur profil de 
diffraction aux rayons X. Tous ces critères sont révélateurs d’éléments structuraux communs 
[116-118]. Récemment, la structure amyloïde a gagné en précision et en intérêt en raison de son 
implication dans de nombreuses maladies neurodégénératives (Maladie d’Alzheimer, de 
Parkinson, de Huntington) [119-121], qui deviennent des phénomènes de société avec le 
vieillissement de la population.  L’étude des fibres amyloïdes s’est alors étendue en termes de 
techniques et a permis de découvrir leur implication dans de nombreux phénomènes biologiques. 
Ces phénomènes sont parfois associés à des pathologies connues ou nouvelles mais pas 
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seulement. Il a également été découvert que les fibres amyloïdes n’étaient pas systématiquement 
un mauvais repliement mais pouvaient aussi être une structure native avec une fonctionnalité 
propre. C’est le cas notamment de certains domaines prions. 
Leurs caractéristiques structurales les rendent exploitables pour le développement de nouvelles 
technologies à l’échelle nanométriques. Le fait qu’elles se forment seules en solution est une 
qualité importante car l’auto-assemblage est un phénomène recherché pour la nano-structuration 
d’objets. 
4.2 Des éléments de structure 
Obtenir une structure à haute résolution des protéines se fait maintenant régulièrement à l’aide de 
la cristallographie aux rayons X [28, 83, 85]. Malgré les progrès réalisés dans ce domaine, 
l’obtention de cristaux de protéines est une étape parfois difficile voir impossible; surtout quand 
les protéines sont insolubles comme les fibres amyloïdes. La résolution de structure par 
résonance magnétique nucléaire (RMN) n’était possible jusqu’ici que sur des petits objets 
(inférieure à 50 kDa) [84, 122]. La communauté s’est donc orientée vers d’autres méthodes 
biophysiques pour extraire des informations sur la structure des fibres amyloïdes. Finalement, la 
RMN du solide, qui a subit un fort développement cette dernière décennie, a permis d’obtenir 
des informations de plus en plus fines, jusqu’à la structure haute-résolution [123-127].  
4.2.1 La morphologie par microscopie électronique 
La microscopie électronique en transmission (TEM) par coloration négative permet d’obtenir 
une résolution de l’ordre du nanomètre. Si c’est insuffisant pour obtenir des informations sur la 
structure des protéines, cela permet d’obtenir des informations morphologiques à une échelle 
beaucoup plus faible que la microscopie optique qui est limitée à 1µm. Il est ainsi possible de 
voir que les agrégats amyloïdes sont en fait un entremêlement de fibres allant de 2 à 500 nm de 
diamètre et de 100 nm à 10 µm de long [128]. Chacune de ces fibres est elle aussi un assemblage 
de plusieurs sous fibres appelées ‘‘protofibrilles’’. Il est parfois possible d’observer une 
périodicité dans le diamètre des fibres amyloïdes qui est révélatrice d’un roulement hélicoïdale 
de plusieurs protofibrilles à la manière d’une corde [129, 130]. C’est probablement cet 
enroulement, révélateur d’une chiralité qui est à l’origine du caractère biréfringent des fibres 
amyloïdes [131]. Une analyse de la périodicité permet d’extraire le nombre de protofibrilles par 
fibre ainsi que les paramètres de périodicité (Figure 15). 
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Le nombre de protofibrilles peut varier selon le pH, ce qui mène à penser que cet enroulement 
est lié à l’interaction des chaînes latérales [132-134]. En effet, le changement de pH a pour 
principale conséquence de protoner les chaînes latérales et ainsi de changer la répartition des 
charges à la surface des protéines, ce qui modifie ses interactions ; celles-ci étant principalement 
électrostatiques [133, 134]. 
4.2.2 La spectroscopie infrarouge 
La spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (FTIR) permet la quantification des 
structures secondaires des protéines. La bande amide I qui correspond à des nombres d’ondes de 
1600 à 1700 cm-1 est la plus fréquemment utilisée pour obtenir des informations sur la structure 
secondaire des protéines. Sur des échantillons amyloïdes, un fort signal dans les zones 1615-
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4.2.3 La diffraction aux rayons X 
 Dans les profils de diffraction aux rayons X typiques des fibres amyloïdes, il y a une raie 
perpendiculaire à l’axe de la fibre pour une distance de 4,7 Å et une deuxième raie parallèle à 
l’axe de la fibre pour une distance autour de 10 Å (Figure 17) [137-140]. La première de ces 
distances peut être reliée à la longueur des liaisons hydrogènes séparant deux brins . La 
présence de diffraction indique une répétition régulière de ce motif. La deuxième distance 
caractérise la distance typique séparant deux protofibrilles. Cette dernière distance est 
dépendante de l’interaction entre les chaînes latérales des différentes protofibrilles et peut varier 





Ces différentes études ont permis d’établir les premiers modèles des fibres amyloïdes. Ce sont 
les interactions  qui sont l’élément structural principal des fibres amyloïdes [116, 117, 121]. Ces 
interactions, courantes dans la structure tertiaire des protéines, sont stabilisées par des liaisons 
hydrogène entre différentes parties du squelette protéique. Dans le cadre des fibres amyloïdes, 
les brins  interviennent perpendiculairement à l’axe de la fibre entre plusieurs protéines 
identiques (on parle alors de feuillets  intermoléculaires) et permettent ainsi la propagation de la 
structure sur une distance en théorie infinie. Cette structure est nommée cross  Chaque protéine 
apparaît alors comme l’élément de base (ou monomère) d’une longue chaîne polymérique. 
Ensuite, ces chaînes s’enroulent les unes avec les autres en fibre. 
4.2.4 Les structures résolues 
Il n’est généralement pas possible de faire cristalliser les fibres amyloïdes pour faire de la 
diffraction aux rayons X. Cela a tout de même été possible sur les fibres issues du peptide de 
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l’organisation cross- (Figure 18 a). Il s’agit de peptides artificiels simples qui n’ont pas la 
possibilité d’avoir un cœur hydrophobe par exemple. Cette structure ne nous apprend donc pas 
grand-chose par rapport à ce qui est connu par d’autres méthodes. 
Au cours de la dernière décennie, différents travaux en résonance magnétique nucléaire du solide 
ont permis d’obtenir des informations structurales de plus en plus fines sur les fibres amyloïdes 
(Figure 18 b). Des travaux sur le peptide A ont mené à l’établissement d’un modèle dans lequel 
une fibre est composée de deux protofibrilles [127]. Chacune de celles-ci est composée de deux 
feuillets  interagissant par les chaînes latérales. Chaque monomère est composé de deux brins , 
faisant chacun parti d’un des feuillets, et étant séparés par une boucle (Figure 18 b). 
La RMN du solide a permis d’aboutir à la structure haute résolution du domaine amyloïde de 
het-s [126] (Figure 18 c). Cette structure s’organise comme un solénoïde dans lequel chaque 







4.3 La stabilité et les propriétés mécaniques 
Les fibres amyloïdes sont résistantes aux protéases et stables à des températures plus élevées que 
la moyenne des protéines. Parfois, la température peut être un facteur accélérant la formation des 
fibres. Lorsque celles-ci sont issues d’un mauvais repliement, elles sont généralement plus 
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liaisons hydrogène en parallèle qui sont très stabilisantes. Les fibres disposent également d’une 
structure compacte qui laisse peu de place au solvant pour des attaques chimiques [143]. 
Différentes études ont été faites sur des fibres amyloïdes issues du peptide A. L’une d’elles a 
montré que celles-ci sont résistantes à la déshydratation, mais se fragmentent en plus petites 
fibres suite à une réhydratation [144]. D’autres études ont visé à modéliser la résistance 
mécanique de ces fibres [145, 146]. Des mutants ont été étudiés afin de déterminer l’importance 
relative des différents résidus. L’importance du cœur hydrophobe et des ponts salins a ainsi été 
mise en évidence. 
Plusieurs travaux de recherche ont montré que la stabilité des fibres était généralement affectée 
dans une moindre mesure lorsqu’elles sont fonctionnalisées avec un autre objet. C’est un aspect 
important en vue d’applications potentielles [147]. 
Les propriétés mécaniques des fibres amyloïdes ont également été étudiées par Microscopie à 
Force Atomique (AFM) sur un ensemble de fibres amyloïdes d’insuline [148]. Après avoir 
suspendu une fibre amyloïde, la force appliquée par la pointe a été mesurée simultanément avec 
son déplacement (Figure 19). Cela a permis de mesurer un module d’Young de 3,3 GPa, ce qui 





Tous ces éléments viennent encourager l’utilisation des fibres amyloïdes en tant que structure 
pour d’autres applications.  
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4.4 Les applications 
Les caractéristiques mécaniques des fibres amyloïdes, leur stabilité, leurs propriétés d’auto-
assemblage, ainsi que leur morphologie proche des nanotubes de carbone en font des objets tout 
désignés pour des utilisations en nanotechnologies [149]. Le principe est généralement de les 
utiliser comme une structure qui sera le support (définitif ou temporaire) d’une fonction adaptée 
à l’application souhaitée. Ces fibres fonctionnelles pourront ensuite être utilisées de manière 
isolée [93], sur des surfaces nanostructurées [21], ou en interaction les unes avec les autres dans 
un ensemble d’objets dégageant un comportement global. Le domaine de recherche étant récent, 
la plupart des équipes de recherche travaillant sur cette thématique en sont encore à la conception 
des fibres fonctionnelles. 
4.4.1 Un support pour l’immobilisation d’enzymes 
Pilkington et al ont utilisé les fibres amyloïdes d’insuline comme support pour la glucose 
oxydase [99]. L’immobilisation a été faite par création d’un lien covalent au glutaraldéyde entre 
la glucose oxydase et les fibres formées. Les propriétés antibactériennes de la protéine se 
retrouvent ainsi immobilisées. En effet, lors d’une utilisation de la glucose oxydase seule, celle-
ci diffuse dans le milieu où elle se trouve et rend impossible son utilisation de manière locale. 
4.4.2 La croissance cellulaire 
Des fibres amyloïdes ont été fonctionnalisées avec un petit peptide arginine-glycine-aspartate 
(RGD). Cette séquence est issue de la fibronectine, une protéine de la matrice extracellulaire 
permettant l’adhésion des cellules. Les fibres amyloïdes ainsi formées ont montré leur capacité à 
servir de support pour la croissance de fibroblastes [93] (Figure 20). Certaines fibres amyloïdes 
peuvent s’organiser sous forme de gel, matrice standard en ingénierie tissulaire [91, 95]. Les gels 
de fibres amyloïdes peuvent donc être utilisés à la manière du collagène comme matrice 
extracellulaire. Ils présentent cependant des caractéristiques mécaniques qui leurs sont propres et 
pourraient s’avérer avantageux dans certaines conditions. Le collagène forme des gels cassants 
alors que ceux des fibres amyloïdes sont plus souples. 
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4.4.3 Un support pour une étude de repliement 
Baldwin et al ont utilisé les fibres formées par le domaine SH3 pour faire des études de 
repliement des protéines à leur surface [150]. Par les techniques de bio-ingénierie, ils ont créé 
une protéine chimère comprenant la séquence peptidique du cytochrome c encadrée de part et 
d’autre de la séquence peptidique du domaine SH3. Les deux domaines SH3 de chaque protéine 
interagissent ensemble et avec leurs homologues d’autres protéines pour former une fibre 
amyloïde. La séquence peptidique correspondant au cytochrome c se retrouve liée covalemment 
à la fibre amyloïde après sa formation. D’abord déplié (perte de structure secondaire et tertiaire), 
le cytochrome c retrouve sa conformation après l’ajout d’une porphyrine dans l’environnement. 
Ce cofacteur du cytochrome c joue ainsi un rôle structurant en plus du rôle de transporteur 




Cette étude a abouti à la création d’une fibre amyloïde fonctionnalisée avec le cytochrome c 
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que ce type d’objet conduise le courant par sauts électroniques de porphyrine en porphyrine est 
toute fois évoquée sans être démontrée. 
4.4.4 Une liaison streptavidine/biotine 
La bio-ingénierie nécessaire à la création d’une protéine chimère n’est pas toujours aisée. De 
plus, il est plus délicat de purifier et manipuler deux protéines différentes en même temps. Par 
exemple, la formation des fibres amyloïdes peut requérir des conditions physico-chimiques 
défavorables à la partie fonctionnelle de la protéine chimère. C’est pourquoi Gazit et al ont 
développé une technique permettant de lier n’importe quel objet à la surface d’une fibre 
amyloïde une fois que celle-ci est formée [151]. Le principe de fonctionnalisation repose sur 
l’affinité streptavidine/biotine qui est très forte. Leur technique consiste en la formation d’une 
fibre amyloïde à partir d’un peptide. Une biotine modifiée est ensuite liée chimiquement à la 
surface de la fibre. Ainsi, si une streptavidine est liée à un objet que l’on souhaite voir disposé à 
la surface de la fibre, la biotine et la streptavidine vont se lier et donc relier cet objet à la fibre. 
Cette méthode a été réalisée avec des quantums dots comme objet d’intérêt ce qui valide la 
technique [151]. Ces fibres fonctionnalisées avec d’autres molécules ou protéines pourraient 
servir dans le domaine des biocapteurs. 
4.4.5 Les nanofils conducteurs 
Des ensembles parallèles de fibres amyloïdes5 peuvent être intrinsèquement conducteurs. Del 
mercato et al ont pu mesurer une conductivité sur de tels ensembles de 200 nm de diamètre 
formés à partir de peptides synthétiques [152]. Ils ont mesuré des résistances supérieures au G 
et ont montré que celles-ci dépendent de l’humidité dans l’air. Il s’agirait donc de conduction 
ionique impliquant l’eau et les ions restés prisonniers du faisceau de fibres. 
Le principe de la métallisation d’un fil de protéine a déjà été décrit ainsi que les deux techniques 
pour y parvenir. Chacune d’elle a été réalisée sur les fibres amyloïdes (Figure 22). La réduction 
de métal à partir d’un nucléateur a été réalisée sur des fibres issues de sup35p et des peptides 
issus de l’adenovirus [68, 69]. Les fils ainsi formés font 150 à 200 nm de diamètre pour une 
longueur supérieure à 2 µm. La conductivité de ces nanofils est faible comme celle d’un fil de 
métal. 
                                                 
5 parfois appelés faisceaux, fagots, ou bundles (anglais). 
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La réduction spontanée a été réalisée sur des fibres issues du lysozyme. Les nanofils font 1 nm 
de diamètre pour 2 µm de long [66], ce qui est nettement plus fins qu’avec l’autre méthode. 
Cependant, aucune mesure de résistance n’est donnée. La continuité du métal (indispensable à 
une conduction électrique) peut donc être mise en doute. 
         


   
4.5 La protéine het-s 
4.5.1 La fonction naturelle 
Het-s est une protéine prion issue du champignon filamenteux podospora anserina (Figure 23) 
qui est non-pathogène et qui se trouve notamment sur les crottins de chevaux. Elle est impliquée 
dans un processus de reconnaissance courant chez ce type d’organisme : l’incompatibilité 
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La reproduction de l’espèce implique une fusion de deux cellules, puis de leur noyau. Cette 
deuxième étape ne peut se produire qu’en cas de compatibilité des génomes ; qui est elle même 
contrôlée par divers mécanismes dans lesquels het-s joue un rôle. Trois versions de la protéine 
existent à l’état naturel, het-s, het-s* et het-S. Les deux premières ont la même séquence 
peptidique mais présentent des phénotypes différents reliés à des états conformationels 
différents. Het-s est un état ‘‘prion-infecté’’ alors que het-s* est neutre mais peut évoluer vers 
l’état infecté à son contact (ou naturellement avec un temps plus long). Het-S est quand à lui 
différents des autres de 13 acides aminés et n’est incompatible qu’avec het-s. Il a été montré que 
le caractère prion-infectieux de het-s correspond à un état sous forme de fibres amyloïdes qui 
entraîne la mort cellulaire lorsque het-s et het-S se rencontrent. A l’inverse, het-s* est soluble et 
neutre lors d’une rencontre avec het-S. La forme prion-infectée est donc la forme active de la 
protéine et non une ‘‘maladie’’ puisque c’est uniquement sous cette forme qu’elle remplit son 
rôle : empêcher deux individus génétiquement différents de fusionner [155]. 
        Sur les 289 résidus qui composent la protéine, seuls les 71 derniers (coté C-terminal) sont 
impliqués dans la formation des fibres amyloïdes. Alors que les 218 premiers (côté N-terminal) 
sont responsables à eux seuls de la fonction d’incompatibilité entre het-s et het-S. La protéine est 
donc composée de deux domaines : un domaine responsable de la fonction de reconnaissance des 
génomes incompatibles et un domaine responsable de la formation des fibres amyloïdes qui agit 
comme un support de la fonction de reconnaissance (Figure 24 b) [155]. 




4.5.2 L’étude du domaine het-s 218-289 
Le domaine het-s 218-289 a été isolé par biologie moléculaire et produit dans Escherichia Coli 
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la guanidine 6M. Un pH inférieur à 3 inhibe également la formation des fibres. Leur 
polymérisation peut ainsi être déclenchée et étudiée en effectuant un saut de pH. 
Etant donné que les fibres amyloïdes sont insolubles, elles peuvent être sédimentées par 
centrifugation. La cinétique de formation des fibres peut donc être suivie par dosage de la 
quantité de protéine soluble après centrifugation. Cette quantité décroît exponentiellement 
jusqu’à zéro au bout de cinq heures. Les temps réels sont probablement plus courts. Il est 
probable qu’une fraction des protéines soit sous forme de fibres mais reste en suspension si la 
force de centrifugation n’est pas assez forte. 
En comparatif, la technique permet néanmoins d’affirmer plusieurs points : i) Le temps de 
formation des fibres est plus court pour le domaine 218-289 que pour la protéine entière. Il est 
probable que la présence d’un extra-domaine gêne un peu l’interaction pour des raisons 
d’encombrements stériques. ii) La présence d’une faible quantité de fibres amyloïdes déjà 
formées accélère considérablement la cinétique. Il s’agit là d’un phénomène appelé ‘‘seeding’’ 
bien connu pour les polymères biologiques. Les premières étapes d’assemblage des monomères 
sont généralement thermodynamiquement défavorables et mettent du temps. La présence de 
protéines déjà assemblées permet de passer cette étape. iii) Les actions mécaniques telles que le 
vortex ou le pipetage accélèrent la cinétique car elles entraînent du seeding en brisant les fibres 
déjà existantes. 
4.5.3 La structure de het-s 218-289 
Les différentes fibres amyloïdes issues de het-s ont été observées en microscopie électronique 
par la technique de coloration négative [130, 156]. Les fibres standards formées à pH7 font 5 nm 
de diamètre et leur longueur est supérieure à 200 nm (Figure 25 a). Celles-ci sont regroupées en 
fagots organisés à forte force ionique. Des fibres d’une morphologie différente et plus variée se 
forment à pH2 sur une échelle de temps plus longue. Il y a généralement un assemblage de 
plusieurs des fibres observées à pH7 (Tableau 1). Trois fibres peuvent s’enrouler ou s’associer en 
ruban et ces objets peuvent interagir encore à un niveau supplémentaire. Les fibres formées à pH 
3,9 et 3,3 sont généralement des fibres seules mais peuvent parfois faire des doublets ou triplets. 











La structure haute-résolution du domaine het-s 218-289 a été résolue en 2008 par RMN du solide 
[126, 157, 158]. La Figure 25 b) représente cinq monomères d’une fibre. Elle se structure à la 
façon d’un solénoïde dont chaque monomère effectue deux boucles. Chaque boucle interagit 
avec ses voisines via les interactions hydrogènes de quatre feuillets  perpendiculaires à l’axe de 
la fibre (structure cross ). Un monomère étant composé de deux boucles, il contribue à la 
longueur de la fibre à hauteur de deux brins  soit 9,4 Å. Une légère rotation de la fibre autour de 
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On peut remarquer que l’extrémité N-terminale de la structure s’éloigne de la fibre. Cela est 
cohérent avec la présence d’un autre domaine qui n’empêche pas la fibre de se former. 
De nombreux éléments viennent stabiliser cette structure et sont listés dans le tableau ci-dessous. 
Outre les liaisons hydrogènes des brins , il y a un cœur hydrophobe à l’intérieur du solénoïde, 
des échelles d’asparagine (liaisons H) et des ponts salins (électrostatiques) qui sont des éléments 





5 Le transfert d’électrons 
5.1 Les phénomènes électriques en biologie 
Par phénomènes électriques, on entend tous les mécanismes impliquant les notions de charge 
électrique, de potentiel ou de courant. 
5.1.1 La conduction intrinsèque des protéines 
Les protéines sont des chaînes organiques saturées à l’exception de quelques acides aminés (voir 
5.2.3). Il ne peut donc pas y avoir de conduction par des électrons délocalisés le long de celles-ci 
comme cela se fait dans les polymères conducteurs [162]. Cependant, une équipe à démontrer 
que des faisceaux de fibres amyloïdes pouvaient conduire l’électricité naturellement, sans 
qu’aucune modification ne leurs soit apportée [152]. La même équipe a montré que cela peut se 
produire avec d’autres protéines déposées en fine couche [163]. La structure amyloïde n’est donc 
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pas requise pour ce type de transfert. Dans les différents cas répertoriés, la conduction électrique 
est fortement impactée par l’hydrométrie de l’air ambiant. Une hypothèse avancée pour 
expliquer cette conduction, est qu’elle serait ionique car il est fort probable que des ions et des 
molécules d’eau se retrouvent emprisonnés dans les structures protéiques.  
5.1.2 Les neurones 
L’évocation des phénomènes électriques se produisant dans le vivant, fait immédiatement penser 
aux neurones. Le mécanisme impliqué est une dépolarisation de la membrane qui intervient de 
manière locale grâce à l’ouverture de canaux ioniques (Figure 26) [164]. Le changement de 
polarité locale permet l’ouverture des canaux voisins et le phénomène se propage ainsi de proche 
en proche. Cela s’apparente donc plus à un phénomène ondulatoire qu’à de la conduction. Tout 
au plus, il existe un courant ionique local lorsque les ions passent d’un côté à l’autre de la 





5.1.3 Les nanofils bactériens exogènes 
Une certaine catégorie de bactéries nommée ‘‘dissimilatory metal reducing bacteria’’ (DMRB) 
possède la capacité de créer des liens conducteurs d’électricité entre bactéries dans des 
conditions anaérobiques [165-167]. Il semblerait que ce mécanisme ait pour but d’acheminer les 
électrons issus de la respiration (habituellement captés par l’oxygène) vers la périphérie de la 
colonie où ils pourront être évacués par d’autres éléments comme le fer ou le manganèse. La 
structure de ces nanofils n’est pas encore connue. Des souches mutantes de Shewanella 
oneidensis n’étant pas capables d’exprimer les cytochromes c MtrC ou OmcA, peuvent fabriquer 
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des filaments morphologiquement identiques mais ceux-ci ne sont pas conducteurs [166]. Un 
modèle possible serait un tube protéique possédant en son cœur une série de cytochromes c. 
Cette protéine liant un atome de fer par l’intermédiaire d’une porphyrine effectuerait alors des 
transferts successifs d’électrons d’un bout à l’autre du tube. Il n’existe pour l’instant aucune 
preuve concrète de ce modèle. 
La résistance ohmique des fils de Shewanella oneidensis a été directement mesurée entre deux 
électrodes et par AFM conducteur [165]. Celle-ci était de 386 M, ce qui correspond à 109 
transferts d’électrons par seconde pour une différence de potentiel de 100 mV. La conductivité 
de ces fils a été estimée à 1 .cm, ce qui est similaire à du silicium dopé. 




5.1.4 Les transferts redox 
Le transfert d’électrons via les systèmes redox est extrêmement courant dans les organismes 
vivants et notamment dans le cycle de la respiration (cycle de Krebs). Par exemple, la Figure 28 
montre que ce cycle implique plusieurs fois une oxydation des métabolites intermédiaires 
combinée à une réduction du NAD+ en NADH. La régénération du NAD+ nécessite elle aussi les 
transferts successifs du NADH à une ubiquitinone (Q), ensuite de QH2 au cytochrome c et 
finalement à l’oxygène (Figure 28 b). Cette suite de réaction peut varier selon l’organisme et 
l’environnement, et chacune des étapes implique des enzymes spécifiques impliquées dans le 
transfert d’électrons (Complexes I à IV). 
Cet exemple permet d’illustrer simplement l’importance du transfert d’électrons ainsi que la 
diversité de ces acteurs. Ces derniers vont être présentés après avoir donné quelques notions 
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
 
5.2 Les échanges redox dans les protéines 
5.2.1 La physico-chimie des réactions redox 
Une réaction d’oxydoréduction (aussi appelée réaction redox) est une réaction chimique durant 
laquelle intervient un transfert d’électron(s) d’un réducteur vers un oxydant. Ce genre de réaction 
se décompose généralement en deux demi-réactions. Il y a l’oxydation où l’espèce A réduite 
( −redA ) devient oxydée ( oxA ) et voit sa charge augmenter tandis qu’elle libère un ou plusieurs 
électrons. L’autre demi-réaction est la réduction, où l’espèce B oxydée ( oxB ) capte un ou 
plusieurs électron(s) et diminue donc sa charge. C’est alors une espèce réduite ( −redB ).  
Oxydation : −− +→ neAA oxred  
Réduction : −− →+ redox BneB  
 
Afin de bien comprendre le fonctionnement de ces réactions, considérons dans un premier temps 
une seule espèce présente en solution. Le potentiel électrique de la solution est relié à l’équilibre 














TkEE ln0  
                                                 
6 Royal Society of Chemistry :  http://www.rsc.org/Education/Teachers/Resources/cfb/respiration.htm 
http://themedicalbiochemistrypage.org/oxidative-phosphorylation.html 
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Où : 
E est le potentiel de la solution, 
0
AE  est le potentiel électrochimique caractéristique du couple redox oxA / −redA , 
kb est la constante de Boltzmann, 
T est la température exprimée en °K, 
n est le nombre d’électrons échangés, 
q est la charge de l’électron, 
][ oxA  et ][ −redA  sont les concentrations molaires respectives des espèces oxA  et −redA . 
 
Le potentiel électrochimique d’un couple redox E0 est une donnée empirique mesurable pour un 
couple oxydant/réducteur donné et dans des conditions données de pression, pH et température. 
 





















L’équation implique que lorsque le potentiel en solution E est supérieur au potentiel 
électrochimique d’un couple redox, l’équilibre est déplacé en faveur de l’espèce oxydée. Et 
inversement, l’espèce réduite est favorisée lorsque le potentiel est inférieur au potentiel 
électrochimique. 
La modification du potentiel implique la présence d’autres espèces agissant elles aussi sur les 
échanges d’électrons. En effet, il faut savoir que l’étude d’une demi-réaction est quelque chose 
d’incomplet car les électrons ne restent pas seuls en solution. La perte d’un électron lors d’une 
oxydation s’accompagne nécessairement de la reprise de cet électron par une autre entité. 
Autrement dit, lorsqu’il y a un donneur d’électron, c’est qu’il y a un accepteur et inversement. 
Lorsqu’il y a plusieurs espèces redox en solution, un raisonnement en termes d’énergies permet 
de savoir qui est accepteur ou donneur d’électron(s). Une entité chargée comme un électron va 
chercher à minimiser son énergie qE= . Sa charge q étant négative il va naturellement 
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chercher à atteindre le plus haut potentiel. Il en résulte donc que le réducteur du couple au 
potentiel électrochimique le plus bas, va céder son électron (et devenir oxydé) à l’oxydant du 
couple au potentiel électrochimique le plus haut (qui deviendra réduit). Une représentation des 
couples sur une échelle de potentiel permet de visualiser l’équation finale grâce à la règle du 





Une électrode peut être considérée comme un couple redox dont le potentiel peut être ajusté. 
Ainsi, elle se retrouvera donneur ou accepteur d’électrons selon que son potentiel est supérieur 
ou inférieur au potentiel électrochimique du couple redox avec lequel elle échange. 
 
5.2.2 Les transferts redox dans les protéines 
La réaction redox est le moyen principal des protéines pour échanger des électrons. Il met 
généralement en œuvre des métaux de transition qui sont principalement le fer, le cuivre mais 
peuvent aussi être le nickel, le ruthénium, le molybdène, ou le vanadium. Ils sont généralement 
organisés en centres de un ou plusieurs atomes métalliques mêlant parfois des atomes de soufre. 
Ces centres sont complexés dans les protéines par des ligands grâce à des liaisons de 
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Il n’y a pas de liaison métallique établie entre le métal et l’élément avec lequel il doit échanger 
un ou plusieurs électron(s). Il y a donc toujours une distance physique entre les deux acteurs de 
la réaction. Cela constitue une barrière énergétique que les électrons franchissent par des 
‘‘sauts’’ (hopping an anglais). Ce saut est effectué par effet tunnel. L’énergie thermique joue 
également un rôle car elle confère aux électrons une énergie supplémentaire pour passer la 
barrière. 
Différents modèles ont été proposés pour la vitesse de transfert (nombre de transferts par 
seconde). Ces modèles font ressortir trois paramètres : i) la barrière énergétique entre donneur et 
accepteur, ii) la force motrice du transfert ou différence d’enthalpie libre G, qui est reliée à la 
différence de potentiel entre le donneur et l’accepteur, iii) la capacité des donneur et accepteur à 
réorganiser leur environnement électronique [168-170]. La température n’apparaît pas 
directement dans ces différents termes. Etant constante dans les expériences de biochimie, elle 
apparaît en fait dans les diverses constantes des équations. C’est pourtant un aspect important car 
c’est un apport d’énergie pour les électrons qui est parfois nécessaire pour effectuer certains 
sauts. 
La barrière énergétique est un paramètre variable alors que les autres sont intrinsèques au 
système (à température constante). Selon les différents modèles, la vitesse de transfert est 
proportionnelle à Re β−  où  est proportionnel à la racine carré de la hauteur de la barrière de 
potentiel, et R est la distance entre donneur et accepteur. Une revue des  connus pour les 
échanges entre protéines donne une valeur de 1,4 ± 0,2 Å -1, ce qui est intermédiaire entre les 
complexes chimiques (0,9 Å -1) et le vide (=2,8 à 3,5 Å -1) [168]. Cela implique une chute de 
la vitesse de transfert de 75% lorsque la distance entre donneur et accepteur d’électrons s’accroît 
de un angström. Les transferts connus dans les protéines se font tous sur des distances inférieures 
à 14 Å (Figure 31).7 
Il est également connu que les transferts d’électrons sont généralement couplés à des 
mouvements de protons dans les protéines. Ces mouvements conjoints souvent essentiels ont un 
                                                 
7 Deux exceptions à cette règle existent : une sulphite oxydase et une desulphoferrodoxin. Dans la première, une 
grande flexibilité entre le domaine de l’accepteur et celui du donneur remet en cause la distance de 27 Å. Dans le 
deuxième cas, aucune preuve d’un transfert effectif n’a encore été donnée. Il est donc probable que les centres fer en 
question n’échangent pas d’électrons. 
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impact sur la réorganisation des environnements électroniques. Ils peuvent être proches ou 




Cependant, il est courant que les protéines aient à transporter les électrons à l’intérieur d’elles-
mêmes sur des distances nettement supérieures à 14 Å. Elles utilisent pour cela des transferts en 
cascade par sauts successifs inférieurs à 14 Å. Chacun des transferts doit être favorable 
énergiquement. Les chaînes de centres redox ont donc généralement des potentiels 
électrochimiques croissants. 
L’exemple de l’hydrogénase Nickel-Fer de desulfovibrio-gigas, met en jeu deux centres 4Fe-4s, 
un centre 3Fe-4S, un centre Ni-Fe et un hème [28]. Par une succession de sauts électroniques, un 
électron peut s’écouler du centre Ni-Fe à l’hème dans une cascade de potentiels sur une distance 
dépassant 50 Å [168]. Le diagramme énergétique de la Figure 32 montre que la cascade n’est pas 
parfaite. Il existe une étape endo-énergétique, c'est-à-dire qu’elle nécessite un apport d’énergie 
qui peut se faire sous la forme d’absorption de photon ou de phonon (énergie thermique). Cela 
n’empêche pas les électrons d’être transférés d’un côté à l’autre de la protéine avec une vitesse 
de 2.107 transferts par seconde, ce qui est trois ordres de grandeur supérieur à l’activité 
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5.2.3 Le rôle des résidus aromatiques 
Le transfert électronique le long des chaînes organiques n’est possible que s’il y a présence 
d’électrons faiblement liés et délocalisables comme dans les liaisons . Cela correspond aux 
doubles liaisons dans les chaînes carbonées insaturées et aux cycles aromatiques. Il n’y a que des 
chaînes carbonées saturées dans les protéines (sans double liaison), mais il y a quelques acides 
aminés qui contiennent des cycles aromatiques : tryptophane, tyrosine et phenylalanine. Il a été 
montré à plusieurs reprises que ces résidus pouvaient jouer un rôle crucial dans le transfert 
d’électrons à l’intérieur d’une protéine, avec d’autres protéines ou avec des molécules. Ils 
permettent de diminuer la barrière énergétique entre un accepteur et un donneur d’électrons car 
ils exposent un environnement électronique favorable au transfert d’électrons [172, 173]. 
La photolyase par exemple, possède trois tryptophanes proches dans sa structure. De nombreuses 
études ont montré que cette chaîne sert de support pour transférer des électrons d’une molécule 
photosensible (le MTHF) au FADH qui constitue le site actif (Figure 33). La vitesse de transfert 




Il a également été mis en évidence que les mouvements de protons couplés jouent un rôle 
important dans ce type de transfert [176]. 
5.2.4 Les protéines redox pour des applications 
Les protéines impliquées dans le transfert d’électrons sont une cible idéale pour des applications 
dans les biocapteurs car les électrons peuvent être directement récupérés par une électrode. La 
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transduction avec l’électronique est donc facilitée comme dans le cas précédemment cité du 
glucose et de la glucose oxydase [31, 177, 178]. 
5.3 La classification des protéines redox 
5.3.1 Les flavoprotéines 
Les flavoprotéines utilisent généralement la FMN (Flavine MonoNucléotide) ou la FAD (Flavine 
Adénine Dinucléotide) comme cofacteur (Figure 34). Elles effectuent des oxydo-reductions entre 
deux substrats. Un cycle catalytique se décompose en deux étapes : la réduction de la flavine par 
un agent réducteur et sa ré-oxydation par un agent oxydant. Il s’agit d’un des rares transferts 
redox ne mettant par en jeu un métal de transition. L’acceptation (ou la perte) d’un électron est 
couplée à l’acceptation (ou la perte) d’un H+. Plusieurs flavoprotéines peuvent agir 
séquentiellement dans le même cycle de réaction.  
Le type de substrat impliqué permet de séparer les flavoprotéines en cinq catégories : 
- les transhydrogénases qui impliquent le transfert de deux électrons équivalents d’un substrat à 
un autre. 
- les déshydrogénases-oxydases qui impliquent le transfert de deux électrons d’un substrat à la 
flavine ; laquelle est ensuite ré-oxydée par l’oxygène (lequel est réduit en H2O2). 
- les déshydrogénase mono-oxygénases où la flavine est réduite et la ré-oxydation fait intervenir 
l’oxygène dont un des atomes part sur un co-substrat, et l’autre est réduit en H2O. 
- les déshydrogénase-électron transférases où la flavine est généralement réduite par deux 
électrons d’un substrat et ré-oxydée en deux fois par des accepteurs d’électron. Mais l’inverse est 
également possible : réduction en deux étapes et transfert des deux électrons à un seul substrat. 
- l’électron transférase qui catalyse le transfert mono électronique d’une enzyme à une autre. 







 Horvath C. Réalisation de nanofils de protéines 49 
5.3.2 Les cytochromes : protéines hémiques 
L’hème est un cofacteur composé d’une porphyrine liant un atome de Fer. Ce dernier peut avoir 
les états d’oxydation +II ou +III (de façon intermédiaire +IV). Les transitions entre ces différents 
états d’oxydation permettent d’accepter ou de donner des électrons à un substrat. Parmi les 
différentes protéines liant l’hème, les cytochromes sont spécifiquement employés au transfert 
d’électron (Figure 35). Ils sont classés en quatre catégories (notées de a à d), qui sont 
différenciées par le type de porphyrine (a ou b) où l’interaction avec elle. Il existe des sous 
classifications séparant les protéines en fonction de leur organisme ou de leurs propriétés 




5.3.3 Les protéines non-hémiques 
Les autres processus d’échanges d’électrons présents dans la nature impliquent des réactions 
d’oxydo-réduction qui font également intervenir des métaux comme le fer. Mais dans les 
protéines non-hémiques, ces atomes métalliques interagissent directement avec la protéine par 
l’intermédiaire de résidus spécifiques. Ces cofacteurs sont appelés centres ou clusters et peuvent 
être mono ou polynucléaires.  
Les protéines à centres fer-soufre 
Les protéines à centres fer-soufre sont les protéines de transfert électronique non-hémiques les 
plus courantes. Il en existe plus de 100 chez E. Coli et elles sont présentes chez tous les 
organismes vivants. Les centres fer-soufre les plus courants sont les 2Fe-2S, les 3Fe-4S et 4Fe-




 Horvath C. Réalisation de nanofils de protéines 50 
impliquant d’autres métaux comme le nickel ou le molybdène. Ces protéines occupent 
principalement la fonction de transporteur d’électron8 (protéines nommées ferredoxines) ou une 
fonction enzymatique (ex : les hydrogénases) [20, 179-181]. 




Les centres fer-soufre sont le plus souvent liés par des résidus cystéine, mais peuvent aussi l’être 
par des histidines, des arginines, des aspartates, des tyrosines ou des glutamines. Les centres 
2Fe-2S et 3Fe-4S effectuent du transfert mono-électronique alors que les 4Fe-4S sont impliqués 
dans des chimies plus complexes. La gamme de potentiel redox est très large et varie de -500 à 
+500 mV. De nombreuses protéines impliquent différents clusters fer-soufre, ce qui permet de 
transférer les électrons sur de grandes distances. 
L’hydrogénase de Desulfovibrio Gigas précédemment citée est un exemple de la complexité et 
en même temps des possibilités présentes chez les protéines à centres fer-soufre (Figure 36 b).  
Les rubrédoxines 
Un centre fer consiste en la coordination d’un unique atome de fer par quatre ligands cystéines 
dans une conformation tétraédrique. Ces centres se retrouvent dans des petites protéines 
globulaires appelées rubrédoxines qui possèdent généralement un seul centre fer9 [181-183]. 
Leur séquence possède généralement 50 à 54 résidus et leur potentiel redox est typiquement dans 
la gamme -100/+50 mV. Ce sont généralement des protéines ‘‘acides’’ avec un pI proche de 4. 
                                                 
8 Attention à faire la différence entre le transfert d’électrons, et le transport d’électrons. Le second consiste à 
acheminer un électron physiquement d’un endroit à un autre. 
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Les structures haute-résolution de plusieurs rubrédoxines sont connues et montrent de faibles 
variations [183]. Elles comprennent un feuillet  composé de trois brins (résidus 4-6, 12-14, 49-
51), deux petites hélices alpha, deux boucles portant le site de liaison de l’atome de fer, ainsi 
qu’une autre boucle (en bleu ciel dans la Figure 37). Cette dernière peut être supprimée, ce qui 
donne une version courte de la protéine (44 à 46 acides aminés) (Figure 37 b). La structure est 
stabilisée par la présence d’un cœur d’aromatiques et d’un petit patch hydrophobe. La liaison de 





Les liaisons Fer-cystéine absorbent dans le visible et/ou l’UV proche selon l’état d’oxydation du 
fer. Un spectre d’absorption d’une rubrédoxine à l’état oxydée possède des maximas 
caractéristiques à 350, 380, 490, 570 et 750 nm en plus de la contribution des aromatiques à 280 
nm (Figure 38 a). L’état réduit possède des maximas d’absorption à 311, 331 et 280 nm [185]. 
Le fer à l’état oxydé peut être observé en Résonance Paramagnétique Electronique (RPE). Cette 
technique permet de caractériser les systèmes de spin demi-entiers à travers leur facteur g (plus 
de détails sur la technique dans la Partie 1). En bande X, la dérivée du spectre présente un signal 
anisotrope pour un facteur g de 9,3 ; et d’autres signaux vers un facteur g de 4,3. Le premier 
correspond à un état fondamental et diminue avec la température au profit des autres (Figure 38 
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

Les protéines à cuivre 
Le cuivre est également un atome possédant des propriétés redox exploitées par les protéines 
pour faire du transfert électronique. Ces protéines sont divisées en plusieurs catégories définies 
dans le Tableau 3. 
Parmi les protéines à cuivres de type I, les plus courantes sont les azurines, les plastocyanines, 




Les autres métalloprotéines 
D’autres métaux sont parfois impliqués dans les protéines comme le nickel, le molybdène, le 
ruthénium [189], le vanadium [190]. Ces métaux jouissent d’une structure de bande particulière 
qui leur donne des caractéristiques enzymatiques particulières [191, 192]. 


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 Partie 1 : Fabrication du nanofil 
La première partie de mon travail de thèse consiste à fabriquer le nanofil conducteur, c'est-à-dire 
à réaliser une protéine chimère qui va pouvoir s’assembler en fibre amyloïde avec une 
rubrédoxine fonctionnelle le long de celle-ci. Cela commence par la production des protéines, du 
clonage jusqu’à la purification. Ensuite, il faut s’assurer que la réalisation d’un lien physique 
entre les deux protéines n’altère pas leur fonction. Dans notre cas, il faut s’assurer que : i) la 
présence de la rubrédoxine n’altère pas la formation des fibres amyloïdes, ii) la présence de la 
fibre amyloïde n’altère pas la capacité de transfert d’électrons de la rubrédoxine. Pour ces 
différents points, les caractéristiques de la protéine chimère ont été comparées à celles des 
protéines d’origine afin de s’assurer qu’il n’y a pas eu de modification rédhibitoire pour que la 
protéine soit fonctionnelle. 
1 Matériels et méthodes 
1.1 La production de protéines recombinantes 
La production de protéines recombinantes est régulièrement utilisée pour mener des recherches 
en biochimie [150, 155, 179]. Dans l’industrie, elle est utilisée depuis les années 80 pour la 
production d’insuline [193]. Elle s’étend de plus en plus en thérapeutique avec, par exemple, la 
production d’immunoglobulines. Le développement de ce type de production est d’ailleurs 
indispensable à une production industrielle rentable d’objets technologiques comme nous le 
proposons. 
1.1.1 Le principe 
La production de protéines est un phénomène complexe réalisé à chaque instant par les êtres 
vivants. Plutôt que de tenter de reproduire ce mécanisme in vitro comme cela est fait avec succès 
pour la production d’ADN, la protéine est produite par un organisme vivant. 
Pour cela, le gène codant pour la protéine est introduit dans un organisme hôte qui va la produire. 
Ce gène doit être préalablement introduit dans un vecteur (à adapter à l’organisme hôte) qui va 
permettre son intégration et l’initiation de la transcription. Les organismes hôtes simples tels que 
les bactéries permettent une meilleure production mais ne permettent pas de faire les 
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modifications post-traductionnelles. La bactérie convient à la production de notre protéine qui ne 
nécessite pas de modification post-traductionnelle. 
Le vecteur adapté est un brin d’ADN circulaire appelé plasmide dans lequel la séquence ADN 
codant pour notre protéine est insérée. Ce plasmide est introduit dans une bactérie et se multiplie 
avec celle-ci. La transcription et la traduction de la protéine sont ensuite déclenchées. Les 
protéines ainsi produites sont ensuite extraites des bactéries et isolées dans un processus de 




1.1.2 Le domaine prion Het-s 218-289 
Le plasmide 
Seul le domaine formant des fibres amyloïdes de la protéine het-s nous intéresse (résidus 218 à 
289). Le gène codant pour ce domaine a été extrait du génome de podospora anserina et inséré 
dans le plasmide pet24a par une équipe étudiant cette protéine [153]. Nous avons pu obtenir ce 
plasmide ainsi que sa cartographie. Ce plasmide possède un gène de résistance à la kanamycine 
et un opéron lac qui permet une induction à l’isopropyl -D-1-thiogalactopyranoside (IPTG). Il 
dispose également d’une séquence comprenant plusieurs sites de restriction permettant 
l’insertion de la séquence d’intérêt (voir annexe 2.1). 
La séquence codant pour het-s 218-289 suivie d’une séquence codant pour 6 histidines (servant 
lors de la purification) a été introduite entre les sites de restriction NdeI et HindIII (Figure 40). 
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La transformation du plasmide dans Escherichia Coli 
La transformation consiste à faire entrer le plasmide dans la bactérie. Cela est réalisé par choc 
thermique sur des E. Coli BL21(DE3) PlysS compétentes (protocole en annexe 2.2). BL21(DE3) 
est une souche communément utilisée pour produire des protéines recombinantes. Le fait 
qu’elles soient ‘‘PlysS’’ signifie que les bactéries disposent d’un plasmide de plus produisant du 
lysozyme. Celui-ci permet de fragiliser la paroi des cellules, ce qui est utile lors de l’extraction 
finale des protéines. Leur utilisation requiert l’ajout de l’antibiotique chloramphénicol. 
Des bactéries sont dites compétentes lorsqu’elles ont la capacité d’introduire un plasmide dans 
leur cytoplasme. Elles acquièrent généralement cette propriété après avoir subit un traitement 
visant à fragiliser leur membrane. 
La culture des bactéries 
La culture est effectuée en milieu LB. Une pré-culture est réalisée sur un petit volume afin 
d’amorcer la reproduction des bactéries. Cette pré-culture sert ensuite de source initiale pour 
amorcer la culture. Celle-ci est réalisée à 37°C et sous agitation jusqu’à obtenir une absorbance à 
600 nm de 0,7. L’IPTG est alors introduit et déclenche l’expression des protéines pendant 4h. 
Les bactéries sont ensuite collectées par centrifugation et stockées à -80°C. 
La purification de het-s 218-289 his6 
La protéine het-s 218-289 est accumulée dans les bactéries sous la forme de corps d’inclusion 
qui sont des agrégats insolubles. La purification des protéines commence donc par un isolement, 
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puis une solubilisation de ces corps d’inclusion. Cela est réalisé à forte concentration d’urée ou 
de guanidine. 
Ensuite, la purification est effectuée par une étape de chromatographie d’affinité sur métal 
immobilisé (IMAC). Ce type de chromatographie met en jeu une série de six histidines ajoutées 
à l’une des extrémités de la protéine [194]. Ce ‘‘tag’’ vient se complexer à un atome de Nickel 
ou de Cobalt présent sur la colonne de chromatographie. Ainsi, seule la protéine d’intérêt est 
retenue sur la colonne et peut donc être séparée des autres. La protéine est finalement décrochée 
par l’imidazole (IMDZ), molécule compétitrice des histidines (protocole complet en annexe 2.3). 
Une fois isolée, la protéine est stockée dans un milieu acide acétique 1% pH 2,7 à -20°C qui 
permet un meilleur stockage. Cela permet aussi de déclencher la formation de fibres à la 
demande par simple ajustement du pH. 
La pureté des protéines est estimée par SDS-PAGE 15 %. La quantification est effectuée à l’aide 
de l’absorbance à 280 nm. Le coefficient d’extinction théorique est  = 7000 M-1 cm-1. 
1.1.3 La rubrédoxine de methanococcus voltae 
Le choix 
La base de données UniProtKB a été utilisée pour choisir la rubrédoxine selon deux critères : la 
taille et le potentiel isoélectrique (pI). 
Il est important d’avoir une petite protéine pour limiter les contraintes stériques. Nous avons déjà 
vu que certaines des rubrédoxines disposent d’une boucle en moins et contiennent autour de 45 
résidus. Parmi celles-ci, la rubrédoxine de methanococcus voltae se démarque en raison de son 
potentiel isoélectrique de 7,23 alors que les rubrédoxines sont généralement des protéines acides 
avec un pI de 4 à 5. Le fait d’avoir un pI proche de 7 permet de limiter les répulsions 
électrostatiques entre protéines à pH physiologique car leur charge est globalement neutre. 
Voici la séquence de cette protéine dans laquelle les acides aminés chargés positivement sont en 




Il y a cinq résidus cystéine alors que seulement quatre sont nécessaires pour lier le métal. Il est 
possible que cette cystéine dépariée soit à l’origine d’une instabilité du centre fer si celle-ci 
1         10         20         30         40 
MAIWQCTVC GYKYDEDKEK KKFEDLPADC KCPVCGAKKE MFKKL 
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cherche à se lier au métal. Un alignement de séquences avec d’autres rubrédoxines montre que la 
cystéine 29 n’est pas conservée. Ce résidu est généralement une tyrosine ou un tryptophane. La 
cystéine 29 sera donc mutée en tyrosine.  
La construction du plasmide 
La séquence ADN codant pour la rubrédoxine de methanococcus voltae a été commandée en tant 
que gène de synthèse auprès de Cogenics. La séquence a été modifiée par rapport à la séquence 
originale de manière à employer les codons fréquemment utilisés par E. Coli. De cette manière, 
la transcription sera plus efficace. La mutation de la cystéine 29 en tyrosine est également 







Cette séquence est amplifiée par PCR avec les primers suivants : 
5’ GCCCTTTAACATATGGCGATCTGGCAGTG3’ 
5’ GGATAAAGCTTAGTGATGATGGTGATGATGCATTTTCTTAAACATTTCTT 3’ 
 
Le second primer permet d’introduire à la suite de la séquence originale : 
- les 6 histidines en fin de séquence pour la purification sur IMAC 
- le codon stop 
- le site de restriction HindIII pour faire le clonage dans le nouveau plasmide 
Le plasmide choisi pour exprimer la protéine est le pt7-7. Il possède un gène de résistance à 
l’ampicilline et la transcription est induite par l’IPTG. La zone de liaison des inserts comprend 
les sites de restriction NdeI et HindIII. 
La séquence finale du clonage est montrée dans la Figure 42 : 
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La production des protéines dans Escherichia Coli 
La culture des métalloprotéines est particulière. En effet, lors de la production d’une protéine 
recombinante ayant un cofacteur métallique, il arrive qu’un autre métal vienne prendre la place 
du cofacteur. Cette substitution de métal peut être évitée en effectuant la culture dans un milieu 
M9 (aussi appelé milieu minimum) supplémenté en fer [195]. 
La multiplication des bactéries est enclenchée dans une pré-culture en milieu LB, puis dans une 
deuxième pré-culture en milieu M9, avant d’effectuer la culture en milieu M9 supplémenté en 
fer. L’expression des protéines est induite à l’IPTG pendant 4h. Les bactéries sont collectées par 
centrifugation et stockées à -80°C. 
La purification des protéines recombinantes 
A l’inverse de Het-s 218-289, la rubrédoxine ne forme pas de corps d’inclusion et se retrouve 
donc en solution après la lyse des cellules. De plus, elle est acidophile, ce qui permet de faire 
précipiter une grande partie des protéines d’E. Coli sans altérer la protéine d’intérêt. Une étape 
de chromatographie IMAC permet d’achever la purification (protocole complet en annexe 2.3). 
Les protéines sont finalement stockées dans un tampon tris à pH 8 à -20 °C. 
La pureté des protéines est estimée par SDS-PAGE 15 % et par le ratio DO280/DO490. La protéine 
possède différentes bandes d’absorbance caractéristiques dont une à 490 nm pour un coefficient 
d’extinction de 6600 M-1 cm-1. L’absorbance à 280 nm venant des résidus aromatiques possédant 
un coefficient d’extinction de 10000 M-1 cm-1, le ratio DO280/DO490 est théoriquement de 1,51. 
Cela permet également de faire la quantification de la protéine. 
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1.1.4 La protéine chimère : Rd-het 
La réalisation du plasmide 
La réalisation d’une protéine chimère se fait par l’insertion successive des deux séquences 
d’intérêt dans le même plasmide. La rubrédoxine est insérée côté N-terminal dans la séquence, 
ce qui vise à respecter le fonctionnement naturel de het-s10.  
Dans un premier temps, la séquence de het-s est extraite du plasmide pet 24a par PCR11 en 
utilisant les primers suivants : 
5’ GGAGATATACCCATGGAGATCGACGCG 3’ 
5’ CGATCGGCCGCAAGCTTAGTGATGATGGTGATGG 3’ 
Ces primers permettent de remplacer le site de restriction NdeI en début de séquence par un site 
NcoI. Cette séquence est insérée dans le plasmide pt7-7 entre les sites de restriction NcoI et 
HindIII. 
Deuxièmement, la séquence de la rubrédoxine de methanococcus voltae (Figure 41) est extraite 
de son plasmide d’origine par digestion et excision de la bande correspondante sur gel d’agarose. 
Elle est ensuite insérée entre les sites NdeI et NcoI du plasmide pt7-7 précédemment modifié. La 
séquence finale est présentée dans la Figure 43. 
Cette protéine chimère comprend la séquence de la rubrédoxine entre les résidus 1 et 44, la 
séquence de het-s 218-289 entre les résidus 46 et 117, et une queue histidine entre les résidus 
118 et 123. Le premier résidu de het-s 218-289 est muté. Cette mutation d’une lysine (K) en 
acide glutamique (E) est liée à l’insertion du site de restriction NcoI nécessaire au clonage. Etant 
donné que cet acide aminé se trouve à une extrémité du domaine, l’impact de cette mutation 
devrait être nul. 
 
                                                 
10 Dans la protéine naturelle, het-s possède un domaine de reconnaissance situé côté Nter qui utilise la fibre 
amyloïde comme support. En mimant ce fonctionnement, il y a plus de chances d’obtenir une protéine chimère avec 
deux domaines fonctionnels. 
11 Polymerase Chain Reaction : Manipulation qui consiste à multiplier une séquence ADN d’intérêt. Cette séquence 
est ciblée à l’aide de petits morceaux d’ADN appelés primers. 
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La production des protéines dans Escherichia Coli 
La production des protéines se fait de la même manière que pour la rubrédoxine. 
La purification des protéines recombinantes 
La purification de la protéine chimère est différente de celle des protéines isolées car elle est 
impactée par les caractéristiques des deux domaines. Comme la rubrédoxine, elle ne forme pas 
de corps d’inclusion. Par contre, elle possède la capacité de former des fibres amyloïdes très vite 
comme le domaine de Het-s. Purifier une protéine sous sa forme soluble est préférable car cela 
permet de conserver la rubrédoxine intègre et de s’affranchir de la reconstitution du centre fer. Il 
est donc indispensable d’empêcher la formation des fibres amyloïdes en dénaturant ce domaine 
dès la lyse des bactéries. 
Le protocole de purification commence par une lyse des bactéries dans un milieu dénaturant qui 
est l’urée 8 M. Bien que cela soit peu conventionnel, cela permet d’inhiber au plus tôt la 
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formation des fibres amyloïdes, et ainsi de préserver de l’agrégation les protéines exprimées. La 
lyse est réalisée par ultrasons. Elle est suivie d’une centrifugation et d’une étape de 
chromatographie IMAC. Une dialyse en fin de purification permet de passer en acide acétique 
(protocole détaillé en annexe 2.3). 
L’acide acétique permet un meilleur stockage des protéines et permet également de contrôler la 
formation des fibres par ajustement du pH. La pureté des protéines est estimée par SDS-PAGE 
15 % et par le ratio DO280/DO490. La protéine possède les différentes bandes d’absorbance 
caractéristiques de la rubrédoxine dont une à 490 nm pour un coefficient d’extinction de 6600  
M-1 cm-1. L’absorbance à 280 nm due aux résidus aromatiques possède un coefficient 
d’extinction de 17000 M-1 cm-1, ce qui correspond à la somme des coefficients d’extinction du 
domaine de het-s (7000) et de la rubrédoxine (10000). Le ratio DO280/DO490 attendu pour la 
protéine chimère est donc 2,57. Cela permet également de faire la quantification de la protéine. 
1.2 La caractérisation des fibres amyloïdes 
La caractérisation des fibres amyloïdes est essentielle pour s’assurer que celles-ci se forment 
bien. Dans le cas contraire, il n’est pas possible de réaliser un nanofil. Les fibres amyloïdes ayant 
été énormément étudiées, de nombreuses techniques existent pour les caractériser (voir 
introduction p26). Ces techniques sont complémentaires et donnent accès à différentes 
informations. Cependant, elles ne sont pas toutes facilement accessibles. Cette partie va présenter 
celles qui ont été utilisées au cours de mes travaux de thèse. 
1.2.1 La formation des fibres 
Avant de caractériser les fibres amyloïdes, celles-ci doivent être formées. Les protéines sont 
stockées dans de l’acide acétique à pH 2,7 qui empêche la formation des fibres. La formation des 
fibres amyloïdes peut être déclenchée par un simple rehaussement du pH au-dessus de 3. 
Plusieurs méthodes permettent d’effectuer cette opération. 
Ajout de solution basique 
Afin d’augmenter le pH d’une solution, le plus simple est d’ajouter une petite quantité de 
solution fortement basique telle que du tris basique concentré ou de la soude. L’avantage de cette 
technique est qu’elle modifie très peu le volume initial. Cependant, il n’y a pas d’effet tampon à 
un pH maitrisé. Celui-ci est juste ajusté. De plus, l’ajout d’une solution fortement basique crée 
un fort gradient de pH de manière locale, ce qui est un traitement agressif pour les protéines. 
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Dilution rapide dans une solution tamponnée 
Le pH d’une solution acide peut être augmenté en diluant cette solution dans une solution 
tamponnée à un pH plus élevé. Dans le cas de nos protéines stockées en acide acétique 170 mM, 
une dilution d’un facteur 100 dans un tampon à 100 mM permet d’annihiler complètement l’effet 
des molécules acides. La contrainte de cette technique est qu’il est nécessaire d’avoir une 
protéine suffisamment concentrée au départ pour avoir une concentration acceptable dans la 
solution finale. Or, il n’est pas aisé de concentrer nos protéines. 
Dialyse 
La dialyse est un moyen efficace de changer le tampon des protéines. Il est même possible de ne 
mettre aucun tampon. Cela présente l’avantage de ne pas avoir de cristaux lorsque l’échantillon 
est séché sur un substrat. Dans ce cas, le pH final de l’échantillon est autour de 6 pour la protéine 
chimère. Il semble que cette protéine possède un fort pouvoir tampon dans cette zone. 
Les inconvénients de cette technique sont le temps (une nuit) et l’incapacité de suivre une 
cinétique. De plus cette technique entraîne des variations sur la concentration de l’échantillon à 
cause de la perte d’une partie de l’échantillon (protéines agrégées sur la membrane et/ou pertes 
lors de la récupération de l’échantillon) et de sa dilution. Etant donné qu’il n’est pas possible de 
doser les protéines dans un échantillon de fibres amyloïdes (problème de diffusion perturbant le 
spectre d’absorbance), la concentration des échantillons ne peut être qu’estimée avec une 
mauvaise précision (estimée à 15%). Cet aspect peut avoir des répercutions sur certaines 
expériences. 
1.2.2 La fluorescence de la thioflavine 
La thioflavine est un fluorophore qui se fixe sur les fibres amyloïdes. Lorsque cela se produit, ses 
caractéristiques de fluorescence sont modifiées. Le maximum d’excitation est décalé de 385 à 
450 nm. Le maximum d’émission est décalé de 445 à 482 nm. Enfin, l’intensité de fluorescence 
augmente fortement. Le mode de fixation de la thioflavine aux fibres amyloïdes, et les 
mécanismes à l’origine des modifications de ses caractéristiques de fluorescence ne sont pas 
encore bien connus. Il semble cependant qu’une fixation de l’angle entre les deux cycles 
aromatiques de la molécule (Figure 44 a) soit à l’origine d’une meilleure absorption et émission 
des photons. La chiralité des fibres amyloïdes semble jouer un rôle dans la fixation de cet angle 
[196-198]. 
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Il est donc possible de sonder la présence de fibres amyloïdes en mesurant la fluorescence de la 
thioflavine pour une excitation à 450 nm. Cela est réalisé à l’aide d’un spectrofluorimètre jasco 
FP6500. Les paramètres sont une excitation à 450 nm (largeur de bande de 5 nm) et une 
émission mesurée de 460 à 540 nm (largeur de bande 10 nm). Trois spectres sont enregistrés 
pour augmenter le rapport signal sur bruit.  




La spectroscopie de fluorescence est utilisée en comparatif : avec ou sans protéine, avec ou sans 
thioflavine, avant ou après changement de pH. Dans les expériences réalisées dans cette thèse, 
cette technique va mettre en évidence la formation de fibres amyloïdes après avoir effectué un 
saut de pH. Celui-ci est effectué par ajout d’une faible quantité de tris basique concentré (pH 11) 
à l’échantillon comme cela est décrit dans la littérature [153]. La thioflavine est utilisée en 
concentration équimolaire avec la protéine. Cette règle empirique ne constitue pas forcément un 
optimal mais permet tout de même une bonne dynamique d’observation. 
1.2.3 La diffusion de lumière 
La formation des fibres amyloïdes est une polymérisation. Cela signifie un grossissement des 
espèces en solution qui peut être observé par diffusion de lumière [199, 200]. Une mesure simple 
de diffusion de lumière peut être faite à l’aide du spectrofluorimètre jasco FP6500 car celui-ci 
détecte la lumière à 90° par rapport à l’excitation (Figure 45). La longueur d’onde est fixée dans 
une zone où il n’y a pas de molécule absorbante et la détection se fait à la même longueur 
d’onde. La mesure de ce signal au cours du temps permet d’observer la cinétique de formation 
des fibres amyloïdes. La diffusion est initialement mesurée sur un tampon à pH8 (tris 0,1 M 
NaCl 0,1 M). L’échantillon de protéine stocké en acide acétique est ensuite dilué dans ce 
tampon, ce qui déclenche la formation des fibres amyloïdes.  
 
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Bien que cette technique puisse être utilisée pour réaliser des cinétiques de formation de fibres, 
elle présente des limites. Le fait que l’angle de mesure soit fixe à 90° ne permet pas d’obtenir 
différentes informations comme cela se fait avec un appareil spécifique de diffusion de lumière 
dynamique. De plus, la diffusion de lumière est plus importante pour les gros objets que pour les 
petits, ce qui est limitant pour l’étude d’échantillons hétérogènes. Dans le cas de la formation des 
fibres amyloïdes, la formation rapide de quelques agrégats de fibres peut masquer la cinétique de 
formation de la majorité de l’échantillon. 
1.2.4 La microscopie électronique en transmission 
La microscopie électronique en transmission (TEM) permet d’obtenir des informations sur la 
morphologie des fibres amyloïdes. La technique de coloration négative consiste en la réalisation 
d’un moule avec des sels de métaux lourds. Les protéines sont adsorbées sur un film de carbone, 
qui est ensuite plongé dans un sel d’uranyle. Un ménisque de liquide contenant le métal se crée 
autours des protéines, réalisant ainsi un moule opaque au passage des électrons (Figure 46). Le 
film de carbone est récupéré sur une grille de cuivre permettant sa manipulation et son soutien 
dans le microscope.  
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Dans les travaux présentés dans cette thèse, cette technique a servi à vérifier la formation des 
fibres amyloïdes et également à étudier l’impact du pH sur la morphologie des fibres. 
1.2.5 La microscopie à force atomique 
Le microscope à force atomique (AFM) est un outil développé pour faire du relevé de topologie 
à l’échelle du nanomètre. Le principe repose sur une pointe très fine (appelée cantilever) qui 
vient sonder la surface de l’échantillon et dont le mouvement est détecté par un laser se 
réfléchissant à son dos. 
Il existe deux modes principaux pour l’AFM : le mode ‘‘tapping’’ et le mode ‘‘contact’’. Dans 
ce deuxième mode, un contact permanent est présent entre la surface et la pointe durant le 
balayage. Lorsque la pointe rencontre un changement d’altitude, le laser se réfléchissant sur elle 
change de direction. Ce changement est détecté par une photodiode (Figure 47). Le principe de 
fonctionnement est le même en mode tapping, sauf que le contact pointe/surface n’est pas 
permanent car la pointe effectue des oscillations. Ce mode détériore moins l’échantillon car il 
n’y a pas l’effet de ‘‘labourage’’ de la surface. Il permet en plus d’obtenir d’autres informations 
par l’intermédiaire des paramètres du signal sinusoïdal. Les variations de phase ou d’amplitude 
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La résolution accessible avec l’AFM est de l’ordre du nanomètre pour la hauteur (axe z). Pour 
les déplacements dans le plan (axes x et y), elle est liée au rayon de courbure de la pointe, qui 
dépend de son usure. De manière générale, la résolution est suffisante si la courbure de la pointe 





D’autres manières d’utiliser l’AFM naissent régulièrement car l’outil est efficace à cette échelle. 
Les principaux développements visent à étudier les caractéristiques mécaniques ou électriques du 
matériau. Dans le premier cas, l’interaction de la pointe avec la surface est analysée en détail. 
Dans le deuxième, une pointe recouverte de métal permet d’appliquer un potentiel. Le courant 
traversant la pointe permet d’effectuer un relevé des zones conductrices d’une surface en même 
temps que le relevé topologique. 
En ce qui concerne les fibres amyloïdes, l’AFM a été utilisé dans ce projet pour effectuer de 
l’imagerie des protéines séchées sur un substrat. Cela permet de contrôler la présence et la 
position de fibres amyloïdes sur la surface. L’utilisation de l’AFM conducteur est une option 
pour mesurer un courant à travers les fibres. Ce travail sera présenté dans la deuxième partie de 
cette thèse. 
1.3 La caractérisation de la rubrédoxine 
Afin de réaliser un nanofil conducteur d’électricité, il faut que la rubrédoxine soit capable 
d’échanger des électrons. Cela implique que son cofacteur métallique soit présent, qu’il soit bien 
coordinné, et qu’il soit dans le bon état redox. Enfin, il faut que cet état redox puisse changer 
pour échanger des électrons. Ces différents points sont vérifiés par différentes techniques. 
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1.3.1 La spectroscopie d’absorbance UV-visible 
Les liaisons de coordination entre un atome métallique et ses ligands dans une protéine donnent 
des bandes caractéristiques sur un spectre d’absorbance UV-Visible. Les bandes attendues dans 
le cas de la rubrédoxine sont répertoriées dans le Tableau 4 avec les coefficients d’extinction 
correspondants. L’état oxydé FeIII présente une couleur rouge vif en raison d’une forte 
absorbance de 300 à 600 nm. L’état réduit FeII est lui incolore en raison d’une absorbance située 
dans l’UV proche. La rubrédoxine possède un cœur d’aromatiques entraînant une bande 






















Le spectre UV-visible permet donc de vérifier la présence d’un ligand métallique et d’attester 
que celui-ci est lié aux bons ligands. 
1.3.2 La résonance paramagnétique électronique 
Le principe physique 
La résonance paramagnétique électronique (RPE) donne des renseignements sur l’environnement 
électronique de l’atome de Fer. Cet environnement est un élément clé pour s’assurer que le métal 
est dans le bon état pour échanger ses électrons. 
La RPE utilise l’effet Zeeman qui consiste en la séparation des niveaux d’énergie de différents 
électrons sous l’effet d’un champ magnétique (Figure 49). Les électrons peuvent effectuer des 
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transitions entre les niveaux d’énergie séparés que l’on appelle doublet de Kramer. Ces 
transitions sont couplées à l’absorption et à l’émission de photons qui peuvent être détectés. 
Dans le cas d’un électron libre, l’énergie nécessaire à la transition est définie par l’équation : 
0BgE Beµ=Δ  où ge est le facteur g de l’électron libre, µB le magnéton de Bohr et B0 le champ 
magnétique appliqué. Dans le cas d’un électron en interaction, le facteur g correspondant est 




Pour qu’un atome ou une molécule ait une réponse en RPE, il est nécessaire d’avoir un ou 
plusieurs électron(s) non-apparié(s). En effet, les moments magnétiques de deux électrons 
appariés sont inverses et se compensent. Cela implique, que les molécules organiques comme les 
protéines n’ont pas de réponse en RPE. Les ligands métalliques doivent avoir un moment de spin 
demi-entier. Ainsi, le fer III est détectable mais pas le fer II. Un centre avec deux atomes de fer 
III en interaction n’est pas non plus détectable. 
Dans le cas de systèmes de spin complexes tels qu’il en existe pour les ligands métalliques dans 
les protéines, différentes transitions sont possibles entre différents niveaux d’énergie. Ces 
transitions dépendent de l’environnement électronique de l’atome et sont caractérisées par leur 
facteur g qui est alors nommé geff. D’un point de vue biophysique, les différents geff constituent 
des signatures caractéristiques permettant d’affirmer que le métal est dans la bonne configuration 
pour effectuer du transfert d’électrons. 
L’application expérimentale 
Des protéines en solution sont mises dans un tube adapté et l’ensemble est congelé. De cette 
manière, le spectre observé est dit de ‘‘poudre’’, car toutes les orientations y sont présentes et 
sont figées. La mesure est réalisée à l’aide d’un spectromètre Bruker. La longueur d’onde 
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d’excitation est fixe (environ 9 GHz) et le champ magnétique varie grâce à un électro-aimant. 
C’est généralement la dérivée de l’absorbance en fonction du champ magnétique qui est 




1.3.3 La titration redox 
La titration redox 
Selon l’équation Eq 2 de la page 43, la proportion de protéine oxydée suit une loi sigmoïdale en 
fonction du potentiel de la solution. La titration redox consiste en la vérification de cette loi. Cela 
atteste de la capacité des rubrédoxines à changer d’état redox, c’est à dire à échanger leur 
électron. C’est une caractérisation directe de la fonction de transfert. L’évolution de l’état redox 
de la protéine est suivie pendant que le potentiel environnant est modifié. Le suivi est effectué 
par spectroscopie d’absorbance, étant donné que les bandes d’absorption de la protéine changent 
avec le degré d’oxydation du fer. 
Montage expérimental 
L’ensemble de l’expérimentation est réalisé en boîte à gants afin que l’oxygène de l’air ambiant 
ne vienne pas perturber le potentiel. Ce dernier est modifié par ajouts successifs de molécules 
réductrices (dithionite de sodium) jusqu’à réduction totale de l’échantillon ; puis de molécules 
oxydantes (Potassium hexachloroiridate) jusqu’à un retour à l’état initial. Le potentiel est 
contrôlé avec une électrode de platine et une électrode de référence Ag/AgCl qui plongent 
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directement dans la cuve en quartz contenant l’échantillon. Des fibres optiques reliées à un 
spectrophotomètre permettent d’effectuer les mesures d’absorbance. L’échantillon est agité. 
Les médiateurs 
Des petites molécules appelées médiateurs sont également introduites dans la solution. Leur rôle 
est de faciliter les échanges d’électrons de la protéine avec l’électrode afin d’obtenir plus 
rapidement l’équilibre. Plusieurs médiateurs sont nécessaires afin que pour chaque potentiel de la 
gamme étudiée, au moins un médiateur existe à la fois sous sa forme oxydée et sa forme réduite. 
Il est également important que les médiateurs ne viennent pas perturber la mesure optique. Les 








Le traitement des données 
Pour chaque potentiel, l’absorbance à 490 nm est relevée et normalisée par rapport à la valeur 
initiale (correspondant à 100% de protéine oxydée). A l’aide du logiciel Sigma plot, l’équation 
d’une courbe sigmoïdale est ajustée aux courbes de titration (réduction et oxydation). L’équation 
















. Les paramètres extraits a, x0 et b sont ensuite confrontés 
à l’équation théorique     (équation 2 page 43) 
 
2 La caractérisation des protéines d’origine 
Les résultats vont être traités protéine par protéine. Les caractéristiques de Het-s 218-289, puis 
de la rubrédoxine, seront d’abord présentées. Ensuite, celles-ci serviront de références pour 
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2.1 Le domaine Het-s 218-289 
2.1.1 La production de la protéine 
Culture et expression 
Le plasmide comprenant la séquence codant pour het-s a été obtenu prêt à l’emploi (fourni par 
l’équipe de recherche reconnaissance du non-soi chez les champignons de l’institut de biochimie 
et génétique cellulaire à Bordeaux). La transformation n’a pas présenté de difficulté, de même 
que la mise en culture des bactéries. L’absorbance à 600 nm en fin de culture est comprise entre 
2 et 2,5. Un gel d’expression montre une forte production de deux protéines de faible poids 
moléculaire après induction. L’une possède un poids moléculaire très faible, ce qui correspond à 
notre protéine (8,5 kDa). L’autre semble légèrement inférieure à 18 kDa et pourrait correspondre 
à des dimères (Figure 51). Il est connu que cette protéine forme des corps d’inclusions, dans 
lesquels elle est sous forme de fibres amyloïdes [201]. Il n’est donc pas impossible de retrouver 
des multimères dans le gel si la dénaturation des protéines n’est pas totale. 
Purification 
La purification de la protéine sur colonne nickel est moyennement efficace en termes de pureté. 
Les fractions éluées de la colonne sont analysées sur le gel SDS PAGE de la Figure 51 b). De 
petites bandes contaminantes sont présentes à différents poids moléculaires. Pour les expériences 
nécessitant une grande pureté, une étape de chromatographie d’exclusion peut être ajoutée. Cela 
n’est pas fait dans la majeure partie des cas car cette protéine est une référence, et non la protéine 
d’intérêt. 
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Le rendement obtenu pour cette purification est de l’ordre de 2 mg de protéines par litre de 
culture ; ce qui est faible mais en accord avec les rendements obtenus par l’équipe ayant fourni le 
plasmide. Pourtant, le gel d’expression semble indiquer que l’expression de la protéine est 
bonne. Il est probable qu’une grande quantité de protéine ne soit pas solubilisée des corps 
d’inclusion [201].  
Stockage et concentration 
A l’issue de la purification, le dosage des protéines est effectué par mesure de l’absorbance à 280 
nm, et les protéines sont stockées en acide acétique (pH 2,7) à -20°C pour une durée ne 
présentant jusqu’ici pas de limite. Les protéines peuvent être concentrées sur membrane 
directement en acide acétique. 
Pour les expériences, la formation des fibres amyloïdes est déclenchée par augmentation du pH 
au dessus de 3. 
2.1.2 L’étude des fibres amyloïdes. 
Les différents résultats, permettant de caractériser les fibres amyloïdes de Het-s, vont être 
présentés dans cette partie. Ces caractéristiques serviront ensuite de repère pour caractériser 
notre protéine chimère. 
Fluorescence de la thioflavine 
La fluorescence de la thioflavine est une technique standard pour l’étude des fibres amyloïdes 
qui présente l’avantage de pouvoir être effectuée rapidement et en routine à l’aide du 
spectrofluorimètre. Dans les expériences présentées ici, l’évolution de la fluorescence de la 
thioflavine est mesurée avant et après un saut de pH (Figure 52). Celui-ci est réalisé par ajout 
d’une faible quantité de solution basique qui permet de passer d’un pH de 2,7 à un pH de 8 sans 
diluer l’échantillon. 
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La Figure 52 montre une augmentation de la fluorescence de la thioflavine après le saut de pH. 
La valeur de son intensité à 480nm passe de 16 à 125, ce qui est caractéristique de la formation 
de fibres amyloïdes. Pour le contrôle sans protéine, cette valeur passe de 4 à 6, ce qui montre 
bien l’influence mineure du pH sur la fluorescence de la thioflavine. 
Le niveau de fluorescence avant le saut de pH est plus élevé pour l’échantillon protéique que 
pour l’acide acétique sans protéine. Cela signifie que même à pH 2,7, la molécule interagit avec 
les protéines et voit sa fluorescence augmenter. Cela peut être dû à une faible interaction avec le 
monomère de protéine, ou à la présence de petits agrégats ou de petites fibres même dans ces 
conditions acides. 
Lorsque que plusieurs spectres sont réalisés à la suite sur le même échantillon, une diminution de 
la fluorescence est observée, alors qu’il devrait y avoir une augmentation si de nouvelles fibres 
se forment. Cela peut provenir d’un blanchiment du fluorophore ou d’une sédimentation des 
fibres déjà formées. 
Cinétiques : caractérisation par diffusion de lumière 
A cause du problème de photo-blanchiment, la diffusion de lumière est préférée à la fluorescence 
pour étudier la cinétique de formation des fibres amyloïdes. La formation des fibres est 
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déclenchée par dilution des protéines dans un milieu tamponné. L’échantillon est inséré dans la 





La Figure 53 montre que l’augmentation de lumière diffusée est immédiate à l’insertion de 
l’échantillon de protéines. L’augmentation se poursuit pendant 10 minutes avant d’entamer une 
décroissance jusqu’à un retour proche du niveau initial. Le niveau de bruit est alors plus 
important qu’à l’origine. Des regains de diffusion sont observés. Ils sont suivis d’une 
décroissance rapide. 
Ces résultats montrent que les fibres amyloïdes commencent à se former immédiatement. Cela 
est différent de la majorité des cinétiques de formation de fibres amyloïdes pour lesquelles un 
délai est observé au début de la polymérisation. L’absence de ce délai peut provenir de 
l’existence d’espèces pré-fibrilaires dans l’échantillon initial. Celles-ci accélèrent 
considérablement la cinétique en raccourcissant l’étape de nucléation des fibres qui est 
généralement défavorable donc lente. 
Le maximum de diffusion est atteint en 10 minutes ce qui est très rapide compte tenu de la faible 
quantité de protéine. Le fait que la diffusion diminue ensuite est révélateur d’une sédimentation 
des fibres. Cette sédimentation est elle-même liée à une agrégation des fibres amyloïdes à un 
niveau supérieur. Ces gros agrégats, visibles à l’œil nu, peuvent être re-suspendus par l’agitation. 
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Il y a alors un regain de lumière diffusée et une nouvelle phase de décroissance par 
sédimentation (phénomène observé aux 35ème, 95ème, et 110ème minutes). 
2.1.3 L’étude des gels à pH 2,7 
Les protéines sont stockées en acide acétique pH 2,7 pour éviter la formation de fibres 
amyloïdes. Il a été confirmé par des expériences de fluorescence de la thioflavine et de 
microscopie et électronique qu’il n’y a effectivement pas de fibres amyloïdes dans les stocks de 
protéines (concentration entre 20 et 50 µM). Cependant, il a pu être observé qu’à forte 
concentration (>300 µM), Het-s 218-289 s’organise sous forme de gel à pH 2,7. Or, la formation 
d’un gel nécessite une organisation des protéines qui est plus probable avec les fibres amyloïdes 
[95]. De plus, il est connu qu’une forte concentration des protéines peut entraîner un changement 
de conformation de celles-ci et mener à la formation d’un gel [202]. 
La formation de fibres amyloïdes à pH 2,7 et 300 µM de protéine Het-s 218-289 a pu être mise 
en évidence par TEM (Figure 54). Les fibres observées sont plus courtes (50-100nm) et 
possèdent un diamètre légèrement plus élevé (environ 10 nm) que celles formées dans l’eau. 
 

Le fait que la protéine Het-s 218-289 soit capable de s’organiser sous forme de gel est une 
qualité importante. Le gel est une structure avantageuse car il dispose de caractéristiques 
mécaniques particulières en vue d’applications. Si cette propriété de gel est conservée avec les 
nanofils, elle permettrait de réaliser un gel biocompatible, biodégradable et conducteur 
d’électricité.  
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2.1 La rubrédoxine de methanococcus voltae 
La rubrédoxine de methanococcus voltae est une petite protéine globulaire de 44 acides aminés 
(50 avec la queue histidine) qui se différencie des autres rubrédoxines par son pI légèrement 
basique (autour de 7,3). Mise à part la production de la protéine, cette partie portera 
principalement sur la caractérisation du centre fer de la protéine. Le bon fonctionnement de 
celui-ci est un élément essentiel pour la suite du projet. 
2.1.1 La production de la protéine 
Clonage 
Le clonage de la rubrédoxine n’a pas présenté de problèmes particuliers. La présence de l’insert 
codant pour la rubrédoxine dans le plasmide a été vérifiée par séquençage. 
Culture et expression  
La mise en culture de bactéries transformées avec le plasmide ne présente pas de difficultés 
particulières. La valeur finale d’absorbance à 600 nm est entre 2 et 2,5. 
Un gel SDS-PAGE permet de vérifier la bonne expression de la protéine et de montrer que celle-
ci est soluble. Ces éléments sont attestés par la seule couleur du culot de bactéries. En effet, 
celui-ci est teinté d’une couleur rouge révélatrice de la protéine au centre fer. Cette couleur est 
un indicateur que l’on retrouvera tout au long de la purification et des expériences. 
Purification 
Au moment de la lyse en acide acétique (pH 2,7), une majeure partie des protéines, acides 
nucléiques et membranes des bactéries précipitent. Cependant, la protéine surexprimée reste 
soluble et repliée en raison de sa stabilité. Il y a donc une première étape de purification après la 
centrifugation du lysat. Une étape de chromatographie sur colonne nickel est ensuite réalisée. La 
pureté finale est estimée par le rapport a280/a490 dont la valeur théorique est 1,51 pour une 
protéine pure. Cette valeur n’est pas systématiquement atteinte après la colonne nickel. La valeur 
est généralement inférieure à deux, ce qui est suffisant pour la majorité des expériences réalisées. 
Un litre de culture de bactéries peut permettre de purifier jusqu’à 10 mg de protéines, ce qui est 
un rendement acceptable. 
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2.1.2 La stabilité de la rubrédoxine 
S’il est reconnu que les rubrédoxines sont des protéines plutôt stables, celle de methanococcus 
voltae (jusqu’ici non étudiée) présente une stabilité hors du commun. Il n’y a pas eu d’étude 
approfondie de cette stabilité (par exemple en étudiant l’impact de la chaleur). Cependant, 
quelques éléments peuvent être apportés en regardant l’évolution du spectre d’absorbance dans 
différentes conditions physico-chimiques. Si les protéines se dégradent, l’atome de fer est libéré 
et les raies d’absorbance associées disparaissent. 
Le Tableau 6 indique si la protéine est résistante ou non à différents traitements et dans 
différentes conditions. Lorsque le pH est autour de 7, la protéine est résistante à tous les 
traitements habituellement faits aux protéines (congélation, concentration, lyophilisation). A pH 
2,7 ou en urée 8 M, qui sont des conditions dénaturantes pour la majorité des protéines, la 
rubrédoxine garde son centre fer à température ambiante. La stabilité de la protéine est 
légèrement meilleure à pH acide qu’en urée 8 M. Un pH de 2,7 permet un stockage de la 
protéine à 4 °C alors que l’urée cristallise à cette température. Cependant, que ce soit à pH acide 









   
   
   
   
   
 
Cette stabilité permet de faciliter la purification de la protéine. Elle est capitale pour la 
purification de la protéine chimère. 
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2.1.3 L’étude du centre fer 
Afin que la rubrédoxine soit fonctionnelle (cad qu’elle puisse échanger des électrons), celles-ci 
doit être correctement repliée et posséder un centre fer capable d’échanger les électrons. Le 
second point impliquant nécessairement le premier, la protéine n’a pas fait l’objet d’une étude de 
repliement. La caractérisation du centre fer présentée dans ce chapitre atteste, de manière 
implicite, que la protéine est bien repliée. 
Etude de la coordination  
Les liaisons fer-soufre de la rubrédoxine absorbent les photons à des longueurs d’ondes 
caractéristiques. En cas de mauvaise liaison du métal sur la protéine (par exemple avec un autre 
acide aminé), les énergies de liaison changent et les bandes caractéristiques d’absorption 
associées changent avec elles [203]. 
La Figure 55 a) montre un spectre d’absorption à 46 µM de la rubrédoxine à l’état oxydé. Les 
bandes d’absorption observées correspondent à celles attendues pour une rubrédoxine (Tableau 4 
page 69). Les coefficients d’extinction de ces différentes bandes correspondent également. Il y a 





La bonne coordination de l’atome de fer dans la protéine est également confirmée par la 
résonance paramagnétique électronique. La dérivée du spectre présente des signatures 
caractéristiques pour des facteurs g de 9,28 , 4,69 et 4,35. Le facteur g de 9,28 correspond à la 
transition se produisant dans une direction du doublet de Kramer de plus basse énergie. Les g 
théoriques correspondant aux autres directions sont vers 1 et ne sont donc pas observables dans 
 
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cette expérience. Lorsque la température monte, le signal à 9,28 perd en intensité au profit des 
signaux à 4,69 et 4,35 qui correspondent au doublet d’énergie supérieur dans deux directions 
différentes. La troisième direction est attendue pour un facteur g autour de 4 mais n’est pas 
clairement observable ici. 
Ces différentes observations sont cohérentes avec celles faites habituellement pour les 
rubrédoxines. Elles correspondent à un atome de fer III dans un champ rhombique fortement 
distordu. Elles permettent donc d’affirmer que l’atome de fer est bien coordinné dans un site de 
fixation tétraédrique. 
Ratio protéine/fer 
Il est également important de vérifier que toutes les rubrédoxines ont bien complexé un atome de 
fer. La concentration en atomes de fer dans les rubrédoxines est estimée à partir de l’absorbance 
à 490 nm.  La concentration en protéines est estimée à partir de l’absorbance à 280 nm. Si les 
deux concentrations sont équivalentes, cela signifie que l’échantillon est pur et que chaque 
rubrédoxine possède un atome de fer bien coordiné. Si la quantité de protéine est supérieure à la 
quantité de fer, cela signifie que l’échantillon n’est pas pur ou qu’il y a des rubrédoxines qui ont 
perdu leur atome de fer. 
La quantité en fer dans tous l’échantillon peut également être vérifiée par spectroscopie de masse 
avec une ionisation par torche plasma (généralement appelé ICP-MS). Cela permet de s’assurer 
qu’il n’y a pas de fer en solution. Une telle présence signifierait que des protéines perdent leur 
cofacteur métallique. Cela remettrait également en cause la validité des résultats de spectroscopie 
RPE car le fer en solution donne un signal différent. Les différents échantillons de protéines 
passés en ICP-MS ont toujours montré une bonne corrélation avec les concentrations extraites à 
partir du spectre UV-visible. 
Caractéristique redox 
La transition redox FeIII/FeII de la rubrédoxine est étudiée par titration redox (Figure 56). La 
titration montre une réduction totale de l’échantillon car l’absorbance à 490 nm chute jusqu’à 0 ; 
et une ré-oxydation totale car ce pic retrouve son niveau d’absorbance initial. Les courbes 
d’oxydation et de réduction possèdent une forme sigmoïdale et suivent le même chemin. 
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L’ajustement de la fonction sigmoïdale aux données possède un coefficient de corrélation de 
0,998 pour l’oxydation et 0,999 pour la réduction. Cet ajustement est fait sur trois paramètres : 
L’absorbance maximale (DOmax) pour laquelle la valeur 1 est attendue dans le cas de spectres 
normalisés, le potentiel redox E0, et le paramètre b dépendant du nombre d’électrons échangés 
(Tableau 7). 
Le potentiel redox extrait est de -105 mV, ce qui tombe légèrement en dessous de la gamme -
100/50 mV habituellement rencontrée pour les rubrédoxines. Le nombre d’électrons échangés est 
1,05 pour l’oxydation et 1,26 pour la réduction. Ces valeurs sont légèrement supérieures à 1 qui 





Partie 1 : Fabrication du nanofil 
 
 Horvath C. Réalisation de nanofils de protéines 83 
Cette expérience permet d’affirmer que la protéine recombinante produite est bien capable 
d’échanger des électrons avec d’autres entités. 
3 La caractérisation de la protéine chimère Rd-het 
3.1 La production de la protéine 
3.1.1 Le clonage et la culture 
Clonage 
Bien que cela soit plus complexe que pour un clonage standard, le plasmide codant pour la 
protéine chimère a pu être réalisé. Les deux ajouts d’insert ont pu être vérifiés l’un après l’autre 
par digestion et analyse sur gel d’agarose. Le plasmide final a été vérifié par séquençage. 
Culture et expression 
La transformation des bactéries avec le plasmide s’est déroulée de façon standard. La mise en 
culture de bactéries transformées avec le plasmide se déroule de manière similaire à la culture de 
bactéries produisant la rubrédoxine. L’absorbance à 600 nm en fin de culture est autour de 2 ce 
qui est légèrement inférieur aux autres protéines. 
3.1.2 La purification 
La lyse des bactéries en urée 8 M a pour conséquence de solubiliser la majeure partie de ce qui 
se trouve dans les bactéries. Après une centrifugation, le culot est très petit, mais tout de même 
légèrement rouge, ce qui prouve que là aussi, une partie des protéines exprimées est insoluble. 
Même soluble, une grande partie des protéines Rd-het ne s’accroche pas sur la colonne nickel. 
Cela vient à priori d’une indisponibilité de la queue histidine qui peut être reliée à un état 
conformationnel particulier [132]. Il arrive également que l’échantillon s’agrège sur la colonne et 
la bouche. Cela peut être lié à une formation de fibres amyloïdes sur la colonne malgré les 
conditions dénaturantes. 
Le fait que de nombreuses autres protéines soient solubilisées augmente fortement la quantité de 
contaminants se fixant sur la colonne nickel (Figure 57). La pureté des échantillons obtenus est 
très irrégulière avec un rapport a280/a490 généralement compris entre 5 et 10 (rapport théorique = 
2,57). Cette faible pureté peut être gênante pour la réalisation de certaines expériences. Une 
étape supplémentaire de chromatographie d’exclusion permettrait de l’améliorer mais est 
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difficile à mettre en œuvre dans la mesure où il n’y a pas de moyen pour concentrer les protéines. 
Le rendement est très aléatoire en raison du taux variable de protéines s’accrochant sur la 




Un autre protocole 
Un autre protocole de purification a également été testé. Dans ce protocole, l’ensemble du 
protocole de purification (y compris la lyse) se produit en acide acétique à pH 2,7 et non en urée 
8 M (protocole détaillé en annexe 2.3). Ce protocole permet un rendement de 8 à 10 mg par litre 
de culture et donne des protéines pures à plus de 90%. 
Cependant, les protéines issues de ce protocole ne forment pas ou forment très difficilement des 
fibres. Il est possible que le domaine Het-s 218-289 se mette dans état conformationnel 
particulier lors de la lyse en acide acétique. Cet état ne serait pas capable d’évoluer vers l’état 
natif nécessaire à la formation des fibres amyloïdes. Après avoir tenté sans succès différentes 
conditions pour rétablir la fonction fibrillaire, il a été décidé de ne pas exploiter les protéines 
issues de ce protocole pour ce travail de thèse.  
3.2 La formation des fibres amyloïdes 
La formation des fibres amyloïdes est l’aspect à vérifier en premier car il n’y a pas de nanofil 
sans fibre. Les différents résultats permettant de caractériser cette fonction vont être présentés 
dans cette partie. Pour chaque technique mise en œuvre, les caractéristiques de la protéine 
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La fluorescence de la thioflavine ne peut pas être utilisée dans le cas des protéines chimères à 
cause de la forte absorbance de la rubrédoxine de 300 à 600 nm. Les photons d’excitation et 
d’émission de la thioflavine (respectivement à 450 et 480 nm) sont absorbés par la protéine. 
3.2.1 La diffusion de lumière 
La diffusion de lumière sert de contrôle de routine pour vérifier la formation des fibres 
amyloïdes. Des cinétiques ont été réalisées pour Rd-het dans les mêmes conditions que pour Het-
s 218-289 (Figure 58). 
La cinétique de fibres amyloïdes de Rd-het est similaire à celle de Het-s 218-289. Il y a d’abord 
une augmentation qui commence dès l’instant T0. Celle-ci dure 30 minutes contre seulement 10 
pour Het-s. De plus, la valeur maximale d’intensité n’est que de 250 contre 350 pour la protéine 
originale. Ensuite, une décroissance est observée jusqu’à un retour proche de l’état initial. Cette 
phase qui indique une sédimentation des fibres est plus longue pour Rd-het que pour Het-s 218-
289. Des regains de lumière diffusée sont également observés mais sont nettement moins 
marqués. Ces phénomènes, observés vers la 70ème et la 130ème minute, sont dus à la re-suspension 





Ces éléments montrent que la protéine Rd-het forme des fibres amyloïdes. Cependant, les 
cinétiques de formation et d’agrégation de ces fibres sont plus lentes que pour Het-s 218-289. 
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Cela peut venir d’une constante d’affinité plus faible des protéines à cause de la présence du 
domaine rubrédoxine. De plus, les rubrédoxines modifient probablement les charges de surface 
des fibres et entraînent ainsi des interactions différentes. 
3.2.2 La morphologie par microscopie électronique 
Des images de microscopie électronique ont été réalisées pour les pH de 6 (eau), 8 (tris) et 2,7 
(acide acétique). L’influence du chlorure de sodium a également été observée. 
Il n’y a pas de fibres amyloïdes à pH 2,7 comme attendu. Les autres conditions présentent toutes 
la même unité de base qui est une fibre de 8 nm de diamètre. Il s’agit apparemment d’un 
enroulement de trois protofibrilles (Figure 59). Cela est légèrement différent de Het-s 218-289 
où il y a préférentiellement une seule protofibrille dans ces gammes de pH. 
De nombreux agrégats amorphes sont présents mais ils ne sont pas majoritaires (environ 15%) 






Les observations réalisées sur différents échantillons montrent une grande diversité dans la 
longueur et dans l’interaction de ces fibres ; y compris sur des échantillons aux conditions 
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similaires. Il est donc difficile de corréler la morphologie avec les conditions physico-chimiques. 
La longueur peut être comprise entre 200 et 400 nm ou faire plusieurs micromètres de long. La 
présence de chlorure de sodium a tendance à accentuer l’agrégation des fibres en fagots, ce qui 
accroît considérablement le diamètre et la longueur globale (Figure 60 b). 
Ce phénomène d’agrégation est tout aussi variable que la longueur des fibres amyloïdes. Une 
hypothèse avancée pour expliquer ces variations réside dans les actions mécaniques telles que le 
vortex ou le pipetage qui peuvent casser les fibres de différentes manières. Le vieillissement de 
l’échantillon peut aussi impacter le niveau d’agrégation. 




3.2.3 La visualisation sur substrat : caractérisation par AFM 
Dans le cadre d’applications technologiques, les fibres amyloïdes seront probablement amenées 
à être déposées sur des substrats. L’AFM permet de contrôler la bonne tenue des fibres 
amyloïdes au séchage (Figure 61). 
 
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Les fibres amyloïdes sont observables en AFM en mode ‘‘tapping’’. Celles-ci présentent une 
longueur cohérente avec celle des fibres observées en TEM. C'est-à-dire de 200 nm à 1 µm. Le 
profil extrait d’une coupe de la fibre (Figure 61 b) montre une largeur de 30 nm et une épaisseur 
légèrement supérieure à 2 nm. La grande largeur vient du rayon de courbure de la pointe qui 
grossit en s’usant. L’épaisseur d’environ 2 nm est sensée refléter le diamètre des fibres, mais elle 
est inférieure au 8 nm observés en microscopie électronique. Cela peut provenir d’un 
affaissement des fibres lors du séchage. Il est également possible que la pointe AFM écrase les 
protéines (qui sont des objets mous) et fasse ressortir une épaisseur plus petite qu’elle ne l’est en 
réalité). 
Les fibres amyloïdes ne peuvent pas être imagées par l’AFM en mode ‘‘contact’’ ; la pointe 
entraînant les objets avec elle.  
Des fibres ont pu être imagées pendant plusieurs semaines, ce qui prouve qu’elles conservent une 
certaine stabilité une fois séchées. 
3.3 La caractérisation de la rubrédoxine 
La rubrédoxine doit être intacte pour assurer le transfert électronique. Que les fibres soient 
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protéine à centre fer. Afin de vérifier son intégrité, les différentes méthodes ayant servi à la 
caractérisation de la rubrédoxine sont utilisées sur la protéine chimère. 
Etude de la coordination 
Le spectre d’absorbance de la protéine chimère comprend bien les bandes caractéristiques de la 
rubrédoxine avant et après formation des fibres amyloïdes (Figure 62 a). Ces dernières diffusent 
plus fortement la lumière, ce qui modifie le spectre. Cette diffusion est plus importante à faible 
longueur d’onde, ce qui tend à modifier le rapport a280/a490. Il n’est donc pas possible 
d’estimer précisément la quantité de rubrédoxines possédant un centre fer. A première vue, cette 





Le spectre RPE de la protéine chimère est similaire avant et après formation des fibres amyloïdes 
(Figure 62 b). Il présente les différentes raies caractéristiques attendues pour la rubrédoxine. Le 
pic observé pour un facteur g de 4,35 est plus fin et plus haut que pour la rubrédoxine seule. 
Cette petite différence pourrait venir d’une petite distorsion dans le centre fer ou d’un 
changement dans l’environnement électronique éloigné de l’atome de fer. 
Un signal, qui n’était pas clairement visible pour la protéine isolée, apparaît pour un facteur g de 
4,26. Ce signal pourrait correspondre à la transition se produisant dans la troisième direction du 
deuxième doublet de Kramer. Cependant, cette transition est attendue pour un facteur g de 4. 
 
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Tous ces éléments montrent que la rubrédoxine est bien repliée, et que son centre fer est bien 
coordinné dans la protéine chimère. La formation des fibres amyloïdes ne semble pas avoir 
d’impact conséquent sur le domaine rubrédoxine. 
Caractéristiques redox 
La transition redox de Rd-het est étudiée par titration redox après formation des fibres 
amyloïdes. Cependant, les fibres subissent un phénomène d’agrégation au cours de l’expérience 
entraînant une forte augmentation de la diffusion. Les spectres d’absorbance sont alors très 
déformés. Ce phénomène reste suffisamment faible lors de la phase de réduction mais devient 
trop important pour la phase de ré-oxydation. L’ajustement de la fonction sigmoïdale n’est donc 





Cet ajustement possède un bon coefficient de corrélation. Les paramètres extraits E0 et b donnent 
les valeurs -72 mV et 0,03 respectivement. Le potentiel redox de la protéine est donc déplacé de 
30 mV vers les valeurs positives par rapport à celui de la rubrédoxine seule. Bien qu’elle ne soit 
pas fondamentalement importante, cette différence met en évidence un réel changement dans la 
protéine. Elle est peut-être déformée par des interactions ou des contraintes stériques, dues à la 
proximité de la fibre amyloïde et des autres rubrédoxines. 
Un coefficient b de 0,03 correspond à un échange à 0,8 électron au lieu de 1. Cette légère 
différence n’est probablement pas significative. 
 
 
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Les différentes expériences menées précédemment permettent de montrer que la rubrédoxine est 
toujours repliée et fonctionnelle après la formation des fibres amyloïdes. Malgré les quelques 
différences observées sur ses caractéristiques biophysiques et électrochimiques, sa capacité à 
échanger les électrons semble préservée. 
4 Le bilan 
La bio-ingénierie a permis de créer et produire une protéine chimère comprenant un domaine à 
fibres amyloïdes et un domaine rubrédoxine. Les deux protéines correspondant aux domaines ont 
été produites et étudiées de manières isolées afin de servir de référence pour l’étude de la 
protéine chimère. L’objectif est de s’assurer que les deux domaines de la protéine chimère 
conservent bien leur fonction une fois associés. 
Un protocole a été mis au point pour purifier la protéine chimère. Il comprend une lyse en urée 8 
M et une étape de chromatographie sur colonne Nickel. Le rendement et la pureté des 
échantillons ne sont pas très bons. 
La cinétique de formation des fibres amyloïdes de la protéine chimère est similaire à celle du 
domaine original. Par contre, la microscopie électronique révèle un enroulement de trois 
protofibrilles par fibres contre une seule pour le domaine d’origine. Cela peut s’avérer être un 
avantage pour le transfert électronique car cela augmente le nombre de rubrédoxines par unité de 
longueur. 
La spectroscopie UV-visible, la résonance paramagnétique électronique et la titration redox ont 
permis d’étudier le domaine rubrédoxine sur les fibres amyloïdes. Celui-ci présente des 
caractéristiques similaires à la rubrédoxine isolée. Des légères différences peuvent être notées sur 
le spectre RPE et lors de la titration redox. Mais le fait de l’avoir ‘’greffé’’ sur une fibre 
amyloïde n’empêche à priori pas cette protéine de transférer ses électrons. 
Le nanofil semble est donc prêt pour passer à la phase d’étude suivante qui est de démontrer que 
les électrons peuvent passer d’un bout à l’autre de la fibre par transferts électroniques entre les 
rubrédoxines. 
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 Partie 2 : Caractérisation électronique du 
nanofil 
Après avoir fabriqué un fil protéique décoré de rubrédoxines, il faut caractériser la capacité de 
conduction de celui-ci. Plusieurs méthodes permettent de caractériser le courant traversant des 
nanofils. Deux types d’approche ont été utilisés : l’étude d’un ensemble de nanofils, ou l’étude 
de nanofils isolés. Les deux approches ont été abordées par différentes techniques qui vont être 
présentées dans cette partie 
1 Matériels et méthodes 
1.1 La caractérisation par voltamétrie cyclique 
La voltamétrie cyclique permet l’étude d’entités redox en solution. Le courant traversant une 
électrode de travail est mesuré tandis que le potentiel de l’électrode varie. Le fait que les espèces 
soient en solution est une différence notable avec les mesures tension/courant effectuées 
classiquement sur des composés électroniques. L’interaction des espèces avec l’électrode et leur 
diffusion dans le milieu sont des paramètres qui impactent fortement la mesure. D’un autre côté, 
ces phénomènes peuvent révéler certains mécanismes de transfert électronique.  
1.1.1 La théorie de la voltamétrie cyclique 
Les bases du transfert redox ont été abordées en introduction (physico-chimie des réactions 
redox page 42). Les équations et notations alors présentées sont toujours en vigueur dans cette 
partie. 
Problème de la diffusion 
L’équilibre entre deux espèces redox tend à déplacer l’électron vers le couple redox de plus haut 
potentiel. L’électrode de travail peut être considérée comme un couple redox dont le potentiel 
varie. Elle accepte ou donne ses électrons selon que son potentiel est plus haut ou plus bas que 
l’espèce en solution. 
Cependant, l’échange entre une espèce protéique A en solution et l’électrode ne peut se faire que 
s’il y a un contact entre les deux entités. La diffusion des molécules vers l’électrode est donc un 
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paramètre à prendre en compte. Sur le plan théorique, la compréhension des phénomènes 
implique de combiner les échanges redox avec les équations de Fick qui régissent les 
phénomènes de diffusion [204]. Les principaux résultats émanant de calculs analytiques ou de 
simulations vont être présentés. 
Échelon de tension 
Afin de comprendre le rôle de la diffusion, l’exemple le plus simple à traiter est celui de 
l’échelon de tension. Lorsque le potentiel de l’électrode est changé brutalement, les protéines à 
son contact échangent leur(s) électron(s) rapidement. Ensuite, il faut attendre que d’autres 
protéines diffusent jusqu’à l’électrode pour échanger à leur tour. A terme, toutes les protéines ont 
été en contact avec l’électrode. L’échantillon se retrouve alors dans la situation d’équilibre 
définie par l’équation 2. Une solution analytique de l’évolution de la densité de courant au cours 
















- )(tj  est la densité de courant électrique traversant l’électrode de travail 
- Na  est le nombre d’Avogadro 
- D est le coefficient de diffusion de l’espèce A 
Le terme sigmoïdal découle de la loi de Nernst qui définit la force motrice poussant les protéines 
à transférer leur(s) électron(s) à l’électrode. Le dernier terme provient de la diffusion des espèces 
en solution. Il tend vers 0 à mesure que l’équilibre se fait ; c'est-à-dire à mesure que les espèces 
en solution diffusent vers l’électrode et échangent leur(s) électron(s). 
Phases d’un voltamogramme 
Les équations deviennent encore plus difficiles à traiter lorsqu’une variation du potentiel est 
introduite. Il n’est alors plus possible d’obtenir de solution analytique mais des résultats simulés 
peuvent être obtenus par des calculs d’éléments finis ou de différences finies [205]. Durant les 
expériences de voltamétrie cyclique, le potentiel effectue un aller-retour en variant linéairement 
au cours du temps. Le courant mesuré à l’électrode peut être décrit en plusieurs phases (Figure 
64) : 
- Etat initial : Toutes les espèces sont oxydées ou réduites, la situation est à l’équilibre, le courant 
est égal à zéro. 
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- Croissance du courant (A): A mesure que le potentiel de l’électrode se rapproche du potentiel 
redox, les espèces échangent des électrons avec l’électrode de façon croissante. 
- Premier extremum (B): La force motrice est grande car le potentiel redox est dépassé. Il reste 
encore suffisamment d’espèces disponibles à la surface de l’électrode pour échanger leur(s) 
électron(s). Pour un système idéal, le potentiel de ce moment est à 28 mV du potentiel redox E0. 
- Décroissance (C): Les échanges avec l’électrode sont immédiats mais limités par la diffusion, 
c'est-à-dire l’apport des espèces à la surface de l’électrode. 
- Potentiel extrême : Le potentiel change de sens de balayage. Il ne s’agit pas d’une solution 
d’équilibre car une grande partie de l’échantillon n’a pas encore diffusé jusqu’à l’électrode. 
- Croissance inverse (D): Phénomène identique à la première croissance mais les échanges sont 
inversés. L’état initial de cette phase est cependant différent. 
- Deuxième extremum (E): Même équilibre que dans la première partie de balayage. Le courant 
est opposé à celui du premier extremum. Pour un système idéal, le potentiel de ce moment est à 
28 mV du potentiel redox E0 et à 56 mV du premier extremum. 
- Décroissance inverse (F): Même limitation de la diffusion que lors de la première décroissance. 
- Etat final : Le potentiel est identique au potentiel d’origine. Une majeure partie de l’échantillon 
n’a subit aucun changement car elle n’a pas diffusé jusqu’à l’électrode. Il reste cependant 
quelques entités qui ont échangé lors de la première phase et diffusé loin de l’électrode. Le retour 
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Analyse d’un voltamogramme 
Les informations accessibles sur un voltamogramme se trouvent dans les extremums ou pics. 
Ceux-ci sont théoriquement symétriques autour du potentiel redox. Cependant, il arrive que les 
échanges redox se produisent mieux dans un sens que dans l’autre, ce qui entraîne une 
dissymétrie. Le signal est dit réversible au sens thermodynamique lorsque toutes les espèces 
réduites peuvent être ré-oxydées (ou inversement) de manière contrôlée pour revenir à l’état 
initial [206]. 
Lors d’un échange idéal entre l’espèce en solution et l’électrode, la différence de potentiel entre 
les deux pics est de 56 mV. La valeur réelle de cet écart est supérieure ou égale à 56 mV et est 
fortement dépendante de l’interaction électrode/protéine. Si l’échange d’électrons entre 
l’électrode et les protéines est ‘‘lent’’, l’écart augmente avec la vitesse de balayage. 
La densité de courant maximum jmax observée lors des pics est reliée à la vitesse de balayage vb. 








)(446,0 ×−=  
Cette loi peut être vérifiée par l’exploitation de plusieurs voltamogrammes à des vitesses de 
balayage différentes. Elle permet de remonter au coefficient de diffusion de l’espèce redox. Cette 
loi n’est pas valable pour les espèces adsorbées à l’électrode. Dans ce cas, la densité de courant 
maximum est proportionnelle à la vitesse de balayage, et non à sa racine carrée. 
1.1.2 Le montage expérimental 
Le montage expérimental est composé de trois électrodes reliées à un potentiostat qui contrôle 
les mesures et les ajustements de tension et de courant. L’ensemble est dans une enceinte 
permettant d’effectuer l’expérience en anaérobie. L’électrode de travail est en carbone vitreux et 
son diamètre est 3,5 mm. Elle est renversée (face vers le haut) et sert de support à une goutte de 
20 L contenant l’espèce redox à étudier. Une contre-électrode de platine et une microélectrode 
de référence plongent dans la goutte (Figure 65). L’électrode de référence est une électrode 
Ag/AgCl en KCl 3M avec un frité de silice comme jonction avec la solution. Le potentiel de 
l’électrode de travail est ajusté par rapport à celui de l’électrode de référence. Le courant est 
mesuré entre l’électrode de travail et la contre-électrode. 
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1.1.3 Le traitement des données 
L’essentiel des informations est extrait du relevé des pics d’oxydation Iox et de réduction Ired. La 
ligne de base est soustraite des voltamogrammes avant d’effectuer le relevé. La soustraction est 
faite indépendamment sur chaque sens de balayage. La ligne de base est considérée comme 
linéaire le long d’un balayage. Elle est déterminée à partir du signal observé au début du 
balayage (Figure 66).  
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1.2 Les mesures entre électrodes 
1.2.1 Le principe 
Une mesure directe de conduction peut être réalisée à travers deux électrodes d’or déposées sur 
un ensemble de nanofils. Un échantillon contenant des fibres à haute densité est séché sur du 
silicium oxydé (couche d’oxyde de 500 nm). Le dépôt des électrodes est fait par évaporation d’or 
par canon à électrons directement sur l’échantillon (Figure 67). 
Les protéines ne supportant pas les traitements chimiques nécessaires à la lithographie, un 
masque mécanique est utilisé pour définir le motif des électrodes. Le masque le plus simple est 
un fil fin. Cela permet de simplement diviser l’échantillon en deux grandes électrodes séparées 




Les électrodes sont contactées sous pointe et les mesures tension/courant sont effectuées à l’aide 
d’un appareil Keithley 6410. Celui-ci est piloté par une interface labview permettant de contrôler 
les différents paramètres et d’effectuer des rampes de tension. 
1.2.2 Les mesures à basse température 
L’étude de la température sur la conductivité d’un échantillon permet de comprendre les 
mécanismes de conduction mis en jeu. L’hélium liquide est utilisé pour atteindre les 
températures nettement en dessous de 0 °C. L’échantillon est positionné dans une enceinte 
confinée possédant des pointes permettant de contacter les électrodes. Cette enceinte est mise 
sous vide avant que l’hélium soit injecté pour faire descendre la température. Celle-ci est ensuite 
régulée par un système de chauffage.  
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La mesure de la conductance  peut-être représentée sur un graphique d’Arrhenius : 







où  représente une énergie intrinsèque au système. 
Ce type d’évolution est retrouvé dans de nombreux conducteurs non-métalliques [207, 208]. 
1.3 Les mesures sur nanofils isolés 
Plusieurs techniques permettent de mesurer le courant traversant des nanofils isolés [209-212]. 
Les plus courantes impliquent généralement une lithographie en présence des échantillons. Cela 
n’est pas possible avec les nanofils de protéines qui ne résisteraient pas aux traitements 
chimiques impliqués. Les deux techniques finalement utilisées sont le dépôt aléatoire sur réseau 
d’électrodes et l’AFM conducteur. 
1.3.1 Le dépôt sur des réseaux d’électrodes 
Des réseaux d’électrodes d’or ont été réalisés par lithographie UV ou électronique. Les 
différentes géométries de réseau réalisées sont montrées dans la Figure 68. La lithographie UV a 
permis de réaliser des peignes inter-digités d’électrodes de 1, 2, 5, 10 µm espacées 
respectivement des mêmes dimensions. La lithographie électronique a permis de réaliser des 
groupes de quatre électrodes de 85 nm de large espacées de 75 nm. Une goutte de solution 
contenant les nanofils est séchée à la surface d’un réseau. La concentration est ajustée de 
manière à ce que, statistiquement, une quantité de nanofil dénombrable traverse le gap entre les 
électrodes. Les électrodes peuvent ensuite être contactées avec des pointes pour faire des 
mesures tension/courant. 
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1.3.2 L’AFM conducteur 
Afin d’obtenir un meilleur contact entre le nanofil et l’électrode, il est préférable de venir 
déposer les électrodes au-dessus de l’objet. Cependant, il n’est pas possible de réaliser une 
lithographie en présence des protéines. Il est possible d’effectuer un dépôt d’or avec masque 
mécanique sur une partie de l’échantillon. En bordure de ce dépôt (qui constitue une électrode), 
il y a alors des nanofils qui sont partiellement recouverts. La partie non-recouverte peut être 
contactée par une pointe AFM conductrice (Figure 69). L’avantage de l’AFM pour ce genre de 
mesure est qu’il effectue une cartographie de la mesure de courant en même temps qu’un relevé 
topographique. Les deux cartes peuvent être comparées pour vérifier que les zones conductrices 
correspondent bien aux objets étudiés. Différents modes d’utilisation existent pour l’AFM 
conducteur. Ils seront présentés en même temps que les résultats. 
 
 
Partie 2 : Caractérisation électronique du nanofil 
 




2 Les résultats 
2.1 La caractérisation par voltamétrie cyclique 
2.1.1 La rubrédoxine 
Premières observations 
Les voltamogrammes réalisés sur la rubrédoxine seule en solution présentent un couple redox 
pour un potentiel de -110 mV ; ce qui correspond aux observations faites lors de la titration 
redox. Le signal est symétrique, ce qui correspond à un transfert électronique à priori réversible 
et efficace entre la rubrédoxine et l’électrode (Figure 70). 
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La vitesse de balayage 
L’évolution des pics montre que leur écart diminue avec la vitesse de balayage vb. Cet écart est 
de 150 mV pour une vitesse de 30 mV/s au lieu des 56 mV attendus pour un système idéal. Le 
courant du pic de réduction augmente proportionnellement à la racine carrée de vb (Figure 71). 








)(446,0 ×−=  
qui définit le courant attendu pour une espèce diffusant en solution. Une régression linéaire sur la 
Figure 71 permet d’extraire une pente. Sachant que la concentration en protéine utilisée pour les 
expériences est de 330 µmol/L, cette pente permet de remonter à un coefficient de diffusion de 
1,25.10-10 m2/s. Cette valeur est standard pour une protéine globulaire de faible poids 




Tout indique que la protéine effectue un transfert réversible avec l’électrode. Mais ce transfert 
est lent car un écart supérieur à 56 mV est observé entre les pics. Cela signifie que la protéine 
doit être en contact un certain temps avec l’électrode pour échanger des électrons. Cet aspect est 
sans grande incidence pour la finalité du projet qui vise à utiliser des objets immobilisés. 
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L’état de surface 
Le courant mesuré sur un pic possède une variabilité pouvant atteindre 30 % d’une expérience à 
l’autre. Cette dispersion est directement reliée à l’état de surface de l’électrode. Celui-ci est 
primordial pour avoir de bonnes interactions, et donc de bons échanges d’électrons entre les 
protéines et l’électrode. Cet état de surface a tendance à se dégrader au cours du temps. Il est 
possible que des protéines s’adsorbent à la surface de l’électrode et la bloquent. Cela empêche 
alors les autres protéines de venir échanger à leur tour. L’état de surface peut-être restauré en 
nettoyant et polissant l’électrode. Des traitements peuvent également être effectués par 
l’adsorption de molécules ou de peptides à la surface de l’électrode. Cela va modifier les charges 
de surface de l’électrode et donc modifier ses interactions avec les protéines. 
2.1.2 La protéine chimère 
Une différence expérimentale primordiale 
Par rapport à la rubrédoxine, l’étude de la protéine chimère par voltamétrie cyclique présente une 
différence notable. Lorsque la protéine chimère est dans l’acide acétique, elle est soluble et 
diffuse comme la rubrédoxine seule en solution (avec un coefficient de diffusion qui peut être 
légèrement différent). Par contre, après polymérisation, les fibres amyloïdes sont insolubles et 
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Les voltamogrammes attendus sont alors différents car il n’y a pas de diffusion des espèces 
jusqu’à l’électrode. Afin de maitriser l’échantillon, l’expérience est préparée différemment. Les 
nanofils sont centrifugés afin d’en retirer la fraction soluble (monomères éventuels), et séchés 
sur l’électrode afin de s’assurer de leur sédimentation. Le contact aqueux avec l’électrode de 
référence et la contre-électrode est réalisé par une goutte de tampon à la place de l’échantillon 
(Figure 72). 
Un deuxième couple redox 
Les voltamogrammes de la protéine chimère Rd-het sont différents de ceux de la rubrédoxine 
seule (Figure 73). Ils présentent deux couples redox : un vers -110 mV et l’autre vers 230 mV. 
Le premier correspond à la transition FeIII/FeII observée pour la rubrédoxine seule alors que le 
deuxième n’était pas présent. Aucune autre espèce redox n’a été introduite et il paraît peu 
probable que la rubrédoxine effectue une transition FeIV/FeIII en plus. Cette deuxième transition 
redox est attribuée à une deuxième population de rubrédoxine. Celles-ci subiraient des 
contraintes à cause de la formation des fibres amyloïdes. Ces contraintes peuvent alors 
légèrement modifier la structure de la protéine et la liaison de l’atome de fer. Ce métal échange 





Partie 2 : Caractérisation électronique du nanofil 
 
 Horvath C. Réalisation de nanofils de protéines 105 
La présence de cette deuxième population de rubrédoxine n’est pas un obstacle à la réalisation 
d’un nanofil conducteur d’électricité. Elle est cependant révélatrice de contraintes exercées sur la 
rubrédoxine y compris au niveau de son centre fer. 
La vitesse de balayage 
Le relevé des différents pics des deux couples est réalisé pour différentes vitesses de balayage vb 
(Figure 74). Une variation du courant proportionnellement à vb est attendue car il s’agit d’objets 
adsorbés à la surface de l’électrode. Cependant, le courant des différents pics varie avec la racine 
carrée de vb comme dans le cas d’un système diffusif (protéines libres en solution). La 
concentration en protéines proche de l’électrode de travail n’est pas connue. Il n’est donc pas 
possible de remonter à un coefficient de diffusion effectif en utilisant l’équation Eq 4. Le 
phénomène de sédimentation implique cependant une concentration fortement élevée qui va dans 






La diffusion des électrons 
L’hypothèse avancée pour expliquer ce phénomène diffusif est que ce ne sont pas les protéines 
qui diffusent en solution, mais les électrons qui diffusent le long des nanofils. La diffusion des 
électrons n’est, à priori, pas régie par les lois de Fick car les particules ne se déplacent pas dans 
un milieu continu. Il y a ici une sorte de matrice 3D (l’agrégat de nanofils) dont les atomes de fer 
représentent des lieux accessibles pour les électrons. Un électron peut se déplacer librement d’un 
 
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atome de fer II à un atome de fer III à condition qu’il dispose de l’énergie suffisante pour passer 
la barrière entre les atomes métalliques. Ce modèle permet une certaine marche aléatoire des 
électrons, compatible avec une diffusion selon les lois de Fick. Le coefficient de diffusion 
équivalent est alors relié au rapport entre l’énergie de l’électron et la hauteur de la barrière à 
traverser. 
Cette expérience est une preuve indirecte de la conduction des nanofils car elle démontre que les 
électrons peuvent passer d’une rubrédoxine à une autre le long des nanofils. 
 
2.2 Les mesures entre électrodes 
Des électrodes d’or ont été déposées sur différents types d’échantillons protéiques. Une mesure 
tension/courant est d’abord effectuée à température ambiante. Si elle donne lieu à une mesure de 
conduction, une mesure à basse température est envisagée. 
2.2.1 Les mesures à température ambiante 
Parmi tous les échantillons protéiques testés, seuls les nanofils organisés sous forme de gel 
conduisent. Aucun courant n’a pu être mesuré non plus sur des fibres amyloïdes seules (gel ou 
pas) ou des rubrédoxines seules. Les échantillons conduisant le courant présentent un caractère 
ohmique (Figure 75). C'est-à-dire un courant proportionnel à la différence de potentiel appliquée. 
 

La résistance correspondante varie selon les échantillons de 100 k à 100 M. Plusieurs 
hypothèses peuvent être formulées pour expliquer cette dispersion mais aucune n’a pu être 
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vérifiée expérimentalement. Tout d’abord, la géométrie de l’échantillon impacte la résistance. La 
largeur du gap est une donnée à priori reproductible (diamètre du fil servant de masque) mais la 
section de matériau conducteur (surface de coupe de la goutte séchée) peut être variable. 
L’épaisseur notamment, est une donnée qui n’est ni estimable, ni mesurable. La structure gel est 
importante mais son impact réel n’est pas connu. Une faible variation dans l’organisation des 
protéines peut induire des grands changements dans la conduction. Il n’est pas non plus possible 
de savoir si la conduction est homogène dans l’échantillon ou s’il elle résulte de quelques 
nanofils permettant au courant de passer d’une électrode à l’autre. Dans ce deuxième cas, le 
nombre de nanofils réellement conducteurs peut être différent d’un échantillon à l’autre et 
entraîner une grande variation de la résistance. Les résistances de contact entre l’échantillon et le 
dépôt d’or peuvent également être variables. 
2.2.2 L’évolution des échantillons dans le temps 
La résistance de chaque échantillon a été mesurée au cours du temps (sur une échelle de 
plusieurs jours) pour estimer sa dégradation. Entre deux mesures, les échantillons ont été 
conservés à température ambiante. La résistance augmente avec le temps mais semble stabilisée 
après 15 jours (Figure 76). Au bout d’un temps variant de quelques jours à plusieurs semaines, 
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Il semble donc que la durée de vie de ce matériau conducteur est limitée. Cela n’est pas très 
surprenant dans la mesure où il s’agit d’échantillons biologiques et qu’ils ont été conservés à 
l’air et à température ambiante. Cette dégradation attendue  possède une implication forte sur les 
potentielles applications de ce type d’objet. Il n’est cependant pas impossible de pouvoir 
améliorer ce temps de dégradation par des traitements d’enrobage. 
2.2.3 L’influence de la température 
Le mode de conduction dans un échantillon peut être étudié à travers l’influence de la 
température. La Figure 77 montre l’évolution de la conductance en fonction de l’inverse de la 
température. Pour une température inférieure à 0 °C (273 °K), les molécules d’eau piégées à 
l’intérieur des protéines sont figées. Les ions ne sont plus mobiles et ne peuvent donc plus être à 
l’origine d’une conduction ionique à travers l’échantillon. Ce n’est donc pas ce mode de 
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où 0σ  correspond à une conductivité résiduelle 
a est relié aux paramètres géométriques du système 
Ea est une énergie d’activation 
 
Cette fonction est la somme de deux composantes : une constante et une exponentielle 
décroissante. Cela met en évidence l’existence de deux modes de conduction dans les protéines. 
L’un est dépendant de la température et l’autre non. Cela a déjà été observé pour le transfert 
d’électrons dans les protéines et est cohérent avec un transport par effet tunnel [215]. 
L’ajustement de la fonction avec la courbe expérimentale permet d’extraire une énergie 
d’activation Ea de 40 meV. Cela correspond à une température de 460 °K. Ce niveau d’énergie 
est assez faible par rapport à l’énergie d’activation des polymères conducteurs qui est 
généralement comprise entre 0,1 et 1 eV [208, 216]. Le silicium possède une énergie d’activation 
supérieure à 1 eV. Il semble donc que les rubrédoxines sont suffisamment proches les unes des 
autres pour échanger correctement leurs électrons. 
Les deux modes de conduction sont parallèles. La constante est dominante à faible température 
alors que l’exponentielle décroissante l’est à température plus élevée. Les deux courbes se 
croisent pour une valeur charnière de 180 °K. 
Cette zone de température est également connue pour impacter la dynamique des protéines 
[217]. Entre 150 et 200 °K, cette dynamique subit une rupture et augmente plus rapidement avec 
la température. Il est possible que cette transition soit à liée à la transition entre les deux modes 
de transfert électronique. A faible température, il n’y a pas ou peu de mouvement de protéines. 
Seul un transfert ne nécessitant pas d’apport d’énergie est possible entre deux centres redox. A 
partir de la température critique de 180 °K, les protéines se mettent à bouger, ce qui confère de 
l’énergie thermique aux électrons. Ils peuvent alors utiliser cette énergie pour effectuer des sauts. 
Il est important de noter que la conduction observée correspond à un ensemble de nanofils. Les 
résistances de contact, les transferts d’un fil à l’autre et le nombre de fils effectivement 
conducteurs vont fortement impacter les caractéristiques de conduction de ces gels. Il est donc 
difficile de tirer des conclusions sur les propriétés de conduction réelles des nanofils. 
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2.3 Les mesures sur nanofil isolé 
Effectuer la mesure sur des nanofils isolés est primordial pour mesurer le potentiel réel  de ces 




2.3.1 Le dépôt aléatoire sur un réseau d’électrodes 
Réseaux inter-digités 
Différents réseaux d’électrodes ont été réalisés par lithographie. La lithographie UV a permis de 
réaliser des réseaux d’électrodes inter-digitées avec des pas de 1, 2, 5 ou 10 µm. Des mesures de 
courant ont pu être réalisées sur différents échantillons (Figure 78). Il s’agit de courants 
ohmiques correspondant à des résistances comprises entre 1 et 100 M.  Tout semble indiquer 
que des ensembles de nanofils sont à l’origine de ces mesures et non des fils isolés. Ces 
ensembles sont systématiquement présents lorsqu’un courant est mesuré. De plus, des ensembles 




Tous ces résultats expérimentaux sont cohérents avec d’autres résultats publiés [152]. Ces 
travaux traitent de mesures de conductance similaires sur des ensembles de fibres issues de 
peptides. Il a également été mis en évidence que cette conduction est ionique et provient des 
molécules d’eau et des ions emprisonnés entre les fibres. Cela explique pourquoi les échantillons 
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de fibres seules conduisent autant que ceux avec la rubrédoxine. Ce n’est donc pas un résultat 
pertinent pour l’avancement du projet. 
Electrodes nanométriques 
Des groupes de quatre électrodes ont été réalisés par lithographie électronique. Ces électrodes 
d’or font 85 nm de large et sont séparées d’un gap de 75 nm. Une goutte contenant des nanofils 






L’image AFM présentée en Figure 79 b) montre les quatre électrodes verticalement, et des 
nanofils sur le substrat autour des électrodes. Il n’est cependant pas possible d’affirmer que des 
nanofils sont connectés à deux électrodes. La forte rugosité de l’or sur ces échantillons ne permet 
pas d’imager les éventuels nanofils sur les électrodes. De plus, il est possible que les nanofils se 
répartissent préférentiellement autour des électrodes à cause de leur épaisseur de 100 nm. En 
effet, lorsque la goutte contenant l’échantillon sèche, elle découvre en priorité les électrodes et 
emporte les nanofils vers les points bas. 
Des mesures tension/courant sur ces électrodes ont parfois donné lieu à la mesure d’une 
résistance dans le cas d’ensembles de nanofils. Ces résultats sont semblables à ceux présentés 
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2.3.2 Les mesures en AFM conducteur 
Réalisation des échantillons 
La première difficulté à surmonter pour effectuer de l’AFM conducteur est d’obtenir un 
échantillon exploitable. C'est-à-dire un échantillon sur lequel il y a des nanofils dont une 
extrémité est recouverte par l’électrode et l’autre est dégagée. Cela implique que le bord de 
l’électrode soit suffisamment franc, ce qui est délicat à obtenir avec un masque mécanique. 
Pour obtenir le bord le plus franc, il faut que le masque soit le plus proche de la surface possible. 
S’il y a une zone de vide entre le masque et la surface (ce qui est facilement le cas avec un 
masque mal plaqué), l’or se dépose également sous le masque. Cela résulte en une transition 
douce entre la zone bien couverte par le masque et la zone totalement découverte (Figure 80 a). 
Le meilleur masque est un wafer de silicium dont le bord est biseauté (Figure 80 b). La très 
faible rugosité du silicium permet un bon contact avec l’échantillon et le biseau permet d’obtenir 
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La densité de nanofils doit aussi être adaptée. Il faut qu’ils soient suffisamment nombreux pour 
être trouvés facilement. Mais s’ils recouvrent totalement la surface, il n’est plus possible de les 
distinguer. De plus, lorsque la goutte sèche, elle dépose les nanofils de manière inhomogène sur 
l’échantillon. Les nanofils sont plus nombreux vers l’extérieur du cercle défini par la goutte. La 
concentration permettant d’avoir une répartition idéale de nanofils se situe autour de 0,1-1 µM 
de monomère avant formation des fibres. La Figure 81 présente une image AFM d’un 
échantillon exploitable. Plusieurs nanofils peuvent être identifiés. Certains d’entre eux ont une 
extrémité sous l’électrode. Ils sont donc de bons candidats pour que leur conductance soit 





Les différents modes d’AFM conducteur 
L’AFM peut s’utiliser de différentes manières. Cela est également valable pour l’AFM 
conducteur. La mise en pratique de chacun de ces modes présente des difficultés. 
Le mode ‘‘tapping’’ permet d’imager les nanofils et de les localiser sur un substrat (Figure 81). 
Cependant, le contact entre la pointe et les nanofils est intermittent, ce qui ne permet pas une 
réelle mesure de courant.  
Le mode ‘‘contact’’ utilise un contact permanent entre la pointe et la surface. Mais la force 
qu’exerce la pointe sur les objets a tendance à les déplacer au lieu d’épouser leur forme.  Il est 
alors impossible de les imager, de les localiser et de les contacter. 
Il existe d’autres techniques intermédiaires entre les deux modes. L’une d’entre elles utilise la 
fonction ‘‘point & shoot’’ et se réalise en deux temps. Une image est réalisée en mode tapping. 
Ensuite, la pointe est appliquée en un point spécifique d’un objet grâce à la fonction  ‘‘point & 

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shoot’’. La pointe possède alors un contact bien établi avec l’objet et une mesure de courant peut 
être effectuée à partir de ce point. Cette technique ne permet pas de faire une cartographie en 
courant car celui-ci n’est mesuré qu’en un point. Concrètement, il est délicat de venir appliquer 
la pointe précisément sur un nanofil de 8 nm de diamètre. Il y a une dérive de l’échantillon entre 
le moment de l’image et l’utilisation de la fonction permettant le contact. Il peut également 
arriver que les objets glissent sous la pointe. 
Une autre technique alterne des phases ‘‘tapping’’ et ‘‘contact’’ sur des laps de temps très courts 
afin de permettre une imagerie durant la phase tapping et une mesure de courant durant la phase 
contact [218]. Il n’y a pas de dispositif commercial de cette technique. Sa mise en œuvre 
nécessite donc un travail de développement qui n’a pu être effectué durant cette thèse faute de 
temps. 
Bien que l’AFM soit un outil puissant pour faire des mesures de conduction locale, la mise en 
application des différentes techniques est délicate sur les objets mous. Un temps de 
développement plus long est nécessaire pour obtenir des résultats. 
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 Conclusion et perspectives 
L’objectif de ce travail de thèse a été de réaliser un nanofil conducteur d’électricité constitué 
uniquement de protéines. L’enjeu est de montrer qu’il est possible de réaliser des objets 
technologiques en exploitant uniquement les fonctionnalités des protéines ; c'est-à-dire sans 
aucun procédé chimique ou technologique. Ce type de réalisation ouvre la voie à de nouveaux 
objets dans lesquels les protéines assurent l’essentiel des fonctionnalités. Exploiter au mieux ces 
molécules d’origine biologique permettrait de relever de nombreux défis tels que la 
miniaturisation à l’échelle moléculaire ou le respect de la vie et de l’environnement. 
Le nanofil en question est basé sur l’auto-assemblage des fibres amyloïdes et sur la fonction de 
transfert d’électrons d’une métalloprotéine. Deux protéines possédant ces fonctions peuvent être 
liées par une liaison peptidique (qui est une liaison covalente) en une seule protéine. Cette 
protéine ‘‘chimère’’ possède alors les deux fonctions, ce qui aboutit à un objet nouveau. L’un 
des domaines va former des fibres amyloïdes par auto-assemblage. Cette structure protéique 
expose à sa surface le deuxième domaine qui peut alors transférer les électrons d’une extrémité à 
l’autre de la fibre par sauts successifs. 
Le domaine formant des fibres amyloïdes provient de la protéine het-s. Cette protéine est 
naturellement composée de deux domaines. Le premier est une fonction de reconnaissance qui 
n’est efficace que lorsqu’elle est exposée à la surface des fibres amyloïdes formées par le 
deuxième domaine [153]. C’est ce deuxième domaine, situé entre les résidus 218 et 289, qui 
nous intéresse dans le cadre du projet. Ce domaine a été séparé de la fonction de reconnaissance 
et étudié [126, 153, 156]. Dans le cadre de cette thèse, une rubrédoxine a été mise à la place du 
domaine de reconnaissance. Cette petite protéine possède un centre fer capable de changer d’état 
redox et ainsi de transférer les électrons [182]. 
 
La protéine chimère a été produite en tant que protéine recombinante. Les séquences ADN 
codant pour les deux protéines ont été fusionnées et introduites dans un plasmide, lui-même 
introduit dans des bactéries E. Coli qui vont produire la protéine. Les bactéries sont cultivées et 
la production de la protéine déclenchée. A la fin de la culture, les bactéries ont produit une 
protéine dont le poids moléculaire correspond à celui attendu pour la protéine chimère. La 
réalisation d’une chaine polypeptidique associant une séquence capable de former des fibres 
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amyloïdes et une séquence capable de former une rubrédoxine, était une première étape. Il a fallu 
ensuite la purifier et vérifier que cette chaîne polypeptidique était capable de former deux 
domaines distincts capables d’effectuer les mêmes fonctions que les protéines d’origine. 
La purification de la protéine chimère a nécessité la mise au point d’un protocole particulier en 
raison des contraintes inhérentes au projet. Premièrement, la protéine est capable de former des 
fibres amyloïdes qui sont incompatibles avec la purification sur colonne de chromatographie. Il 
est donc indispensable de dénaturer le domaine formant des fibres amyloïdes. Deuxièmement, il 
est important de conserver le domaine rubrédoxine dans son état natif pour qu’il soit 
opérationnel une fois les fibres amyloïdes formées. Afin de prendre en compte ces différentes 
contraintes, la lyse des bactéries est effectuée directement en milieu dénaturant (urée 8 M), ce 
qui inhibe au plus tôt la formation des fibres amyloïdes. Grâce à son extraordinaire stabilité, le 
domaine rubrédoxine reste replié et possède toujours son centre fer dans ces conditions. La 
purification s’effectue par chromatographie d’affinité avec un métal, ce qui permet d’isoler les 
protéines des autres constituants des bactéries en une seule étape. En fin de purification, les 
protéines sont mises en acide acétique ce qui permet leur stockage sous forme monomérique et 
permet de déclencher la polymérisation des fibres amyloïdes par un simple ajustement du pH (de 
2,7 en acide acétique à 5 ou 8 selon les conditions finales). Ce protocole permet d’extraire 2 à 4 
mg de protéines pour un litre de culture de bactéries. La pureté des protéines n’est pas excellente 
(rarement supérieure à 50 %). 
Un autre protocole qui se déroule entièrement en acide acétique (y compris la lyse) a été mis au 
point. Le rendement et la pureté sont nettement meilleurs mais les protéines ainsi produites ne 
sont pas capables de former des fibres amyloïdes. Il semble qu’une partie de ces protéines est 
dans un état conformationnel qui détériore la fonction fibrillaire. Ces protéines n’ont donc pas pu 
être utilisées dans le cadre de cette thèse. Un travail supplémentaire est nécessaire pour restaurer 
la fonction fibrillaire, soit en jouant sur différentes conditions physico-chimiques, soit en 
dénaturant complètement la protéine (y compris le domaine rubrédoxine) et en la repliant. Cette 
deuxième option implique cependant une renaturation du domaine rubrédoxine ainsi qu’une 
reconstitution de son centre fer, ce qui peut s’avérer délicat. 
 
La formation des fibres amyloïdes a été caractérisée par diffusion de lumière et microscopie 
électronique. La diffusion de lumière permet de faire une cinétique qui se révèle très proche de 
celle de la protéine originale. On observe une formation rapide des fibres (en moins d’une heure) 
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suivie d’une agrégation entraînant une sédimentation. Ce type de mesure permet de s’assurer de 
la bonne formation des fibres amyloïdes et pourrait apporter de nombreux autres éléments dans 
le cadre d’études approfondies avec un appareil dédié à la diffusion de lumière [200, 214]. La 
microscopie électronique permet d’obtenir des informations sur la morphologie des fibres 
amyloïdes [130]. Celles-ci font de 200 nm à 2 µm de long, ont un diamètre de 8 nm, et sont 
constituées de trois protofibrilles enroulées. Cependant, il existe une grande variabilité de la 
longueur des fibres ainsi que sur la manière dont elles s’agrègent les unes aux autres. Des études 
plus systématiques des échantillons et un criblage plus complet des différentes conditions 
physico-chimiques pourraient permettre de maîtriser un peu mieux ces différents paramètres, et 
ainsi de contrôler leur morphologie. 
Une fois que les fibres amyloïdes sont formées, il faut vérifier que les rubrédoxines présentes à 
leur surface sont toujours repliées et capables d’assurer leur fonction de transfert d’électrons. 
Différentes techniques biophysiques existent pour caractériser le centre fer de la protéine [182, 
184]. La quantité de fer dans les échantillons a été déterminée par spectrométrie de masse. La 
quantité de protéines étant mal connue sur les nanofils (la diffusion des fibres empêche un 
dosage par absorbance), la concordance entre la quantité de fer et celle de protéine n’est sûre 
qu’à 90%. Le centre fer de la protéine a également été caractérisé par spectroscopie d’absorbance 
et par résonance paramagnétique électronique. La liaison de l’atome de fer par les quatre 
cystéines de la rubrédoxine induit des raies d’absorbance caractéristiques qui se retrouvent dans 
la protéine chimère avant et après formation des fibres amyloïdes. La même concordance est 
observée en résonnance paramagnétique électronique, ce qui atteste d’une bonne coordination 
des atomes de fer dans les rubrédoxines à la surface des fibres amyloïdes. Enfin, la titration 
redox des protéines permet de s’assurer que les rubrédoxines sont bien capables d’échanger leurs 
électrons. Les paramètres de titration montrent que le potentiel redox de la rubrédoxine seule est 
plus élevé que celui de la protéine chimère. Cependant, cette légère différence n’est pas un 
obstacle au bon déroulement des transferts d’électrons d’un bout à l’autre de la fibre. 
 
Il a donc été montré qu’il est possible de former un nanofil de protéine, basé sur l’auto-
assemblage d’une fibre amyloïde, qui expose à sa surface des rubrédoxines capables de 
transférer des électrons. La deuxième partie de ce travail de thèse a donc consisté à démontrer 
que ces rubrédoxines peuvent échanger des électrons les unes avec les autres et ainsi transporter 
ces électrons d’un bout à l’autre de la fibre. 
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La voltamétrie cyclique a permis de mettre en évidence la capacité des rubrédoxines à échanger 
leurs électrons, ce qui est une preuve indirecte de la capacité des nanofils à conduire le courant. 
Premièrement, ces expériences de voltamétrie cyclique ont montré l’existence d’une deuxième 
population de rubrédoxines lorsque les fibres amyloïdes sont formées. Les contraintes stériques 
appliquées aux métalloprotéines peuvent distordre leur centre fer et ainsi modifier le potentiel 
redox. Cela n’est pas rédhibitoire pour un transfert électronique entre protéines et montre que les 
rubrédoxines sont proches les unes des autres. Deuxièmement, l’étude en fonction de la vitesse 
de balayage révèle un caractère diffusif comme cela est observé sur des protéines en solution 
alors que les nanofils sont sédimentés. L’explication à ce phénomène est que les électrons 
peuvent se déplacer le long des nanofils selon un mode similaire à de la diffusion. Il n’est 
malheureusement pas possible de remonter à un coefficient de diffusion car la concentration de 
nanofils à la surface de l’électrode n’est pas connue. Ce paramètre ainsi que d’autres paramètres 
du transfert d’électrons pourraient être extraits de nouvelles études en électrochimie. Il existe en 
effet différentes variantes de la voltamétrie cyclique impliquant des électrodes tournantes ou des 
médiateurs qui permettraient d’en apprendre d’avantage [206]. 
Une preuve directe de la conduction des nanofils a été obtenue sur des ensembles de nanofils. 
Des électrodes peuvent être évaporées sur un échantillon de gel séché et permettre des mesures 
tension/courant. Cela donne lieu à des échantillons qui présentent un caractère ohmique avec une 
résistance variant de 100 k à 100 M à température ambiante. Cette résistance à tendance à 
augmenter légèrement avec le vieillissement de l’échantillon, avant de se stabiliser, puis de 
devenir subitement infinie. L’échantillon ayant eu la meilleure longévité a conduit le courant 
pendant un peu plus d’un mois. Cette résistance limitée dans le temps est à prendre en 
considération pour des applications futures. Elle confirme l’orientation préférentielle de ces 
objets vers des dispositifs à durée limitée comme des matériaux résorbables ou jetables. 
L’évolution de cette résistance en fonction de la température permet d’en apprendre plus sur le 
mode de transfert des électrons à l’intérieur des nanofils. La conductance (inverse de la 
résistance) suit une loi à deux composantes qui est cohérente avec un transfert par effet tunnel. 
L’une des deux composantes est indépendante de la température et l’autre décroît 
exponentiellement en fonction de l’inverse de la température. La constante domine à faible 
température et l’autre devient plus importante lorsque la température passe au-dessus de la valeur 
charnière de 180 °K. Une telle dépendance en température a déjà été observée dans le cas de 
transferts naturels impliquant le cytochrome [215]. Cette évolution rappelle celle de la 
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dynamique des protéines. Celle-ci présente une rupture entre 150 et 200 °K qui pourrait être à 
l’origine de la transition entre les composantes du transfert d’électrons. La corrélation entre les 
deux transitions pourrait être investiguée d’avantage par des mesures de diffusion de neutrons, 
qui sont classiquement utilisées pour l’étude de la dynamique interne des protéines [217]. 
 
Ces différents résultats ont servi de base à l’écriture d’une demande de brevet. Celle-ci a été 
déposée le 7 mars 2011, porte le numéro FR 1151851  et s’intitule « NANOFIL 
ELECTROCONDUCTEUR BIODEGRADABLE, SON PROCEDE DE FABRICATION ET 
SES UTILISATIONS  ». Cette demande revendique l’utilisation d’une construction peptidique 
impliquant un domaine formant des fibres amyloïdes et un domaine à centre redox pour réaliser 
un nanofil de protéine. 
 
Les différentes preuves obtenues sur la conduction des nanofils ne concernent que des ensembles 
de protéines. Il y a donc des effets de groupe qui peuvent être variables. Il est important de 
déterminer les caractéristiques de conduction d’un nanofil isolé afin d’en connaître le potentiel 
réel. Pour cela, différentes techniques ont été mises en œuvre. 
La première a consisté en un dépôt aléatoire de nanofils sur des d’électrodes. Malgré l’imagerie 
AFM, il est difficile de savoir si des nanofils traversent vraiment les électrodes. De plus, le dépôt 
des nanofils par dessus les électrodes implique généralement de fortes résistances de contact. Il 
est donc préférable de venir mettre les électrodes par dessus. Il n’est cependant pas possible 
d’effectuer de lithographie à cause du caractère organique des nanofils. Une électrode a été 
déposée aléatoirement sur des échantillons afin que les nanofils présents en bordure de cette 
électrode puissent être contactées entre l’électrode d’un côté et une pointe AFM de l’autre. La 
manière de déposer l’électrode a été mise au point pour obtenir des échantillons exploitables. 
Cependant, la réalisation concrète d’un contact entre la pointe AFM et le nanofil présente des 
difficultés qui n’ont pas encore été levées. Il n’a donc pas encore été possible de réaliser une 
mesure de courant sur des nanofils isolés. De manière plus générale, la caractérisation d’objets 
mous nanostructurés par AFM est un domaine en pleine évolution. De nouvelles méthodes sont 
régulièrement développées par des chercheurs académiques et quelques produits industriels 
apparaissent [210]. C’est donc un axe de recherche à approfondir car il y a un vrai potentiel 
d’amélioration de la technique pour aboutir à des mesures de courant. 
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En termes d’applications, les gels de nanofils ont déjà montré leur capacité à conduire le courant 
et peuvent déjà être exploités. Ces hydrogels conducteurs et biodégradables pourraient être 
exploités comme matrice conductrice pour des biocapteurs ou du photovoltaïque. Là encore, des 
applications sur des objets jetables ou résorbables sont privilégiées. Le principe serait d’ajouter 
une troisième protéine sur les nanofils. Cette protéine produirait des électrons qui seraient 
collectés par le gel de nanofils et alimenteraient un dispositif électronique. Dans le cas du 
photovoltaïque, une protéine photosensible comme la rhodopsine pourrait être exploitée. Dans le 
cas des biocapteurs, une activité enzymatique telle celle de la glucose-oxydase ou de la 
cholestérol-estérase permettrait de détecter la présence de leur substrat respectif. Ces mêmes 
dispositifs pourraient également servir de bio-pile car ils permettent de produire des électrons à 
partir de molécules biologiques. 
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 Annexes 
Les annexes sont organisées en plusieurs parties. La première correspond à la description 
détaillée des différents acides aminés. La deuxième contient tous les éléments relatifs à la 
production des protéines recombinantes.  
1 Définition des différents acides aminés 
Glutamate (Glu) E ou acide glutamique 
• Le glutamate est un acide aminé acide. 
• Le radical de l’acide glutamique est une chaîne de 3 carbones portant une fonction acide carboxylique. Le pK étant de 
4,3 cette fonction est presque entièrement ionisée au pH physiologique. 
• La charge négative fait du glutamate un radical très polaire et hydrophile. Elle crée des liaisons électrovalentes 
avec des charges électriques positives d’autres acides aminés (Arg, Lys,…), contribuant à la structure tertiaire et 
quaternaire de la protéine. Le glutamate entre aussi dans la structure de nombreux sites de liaison où il contribue à fixer 
le ligand par des liaisons électrovalentes. 
• Le glutamate représente environ 9 % des acides aminés des protéines de notre organisme. C’est le plus fréquent des 20 
acides aminés dans la séquence primaire de nos protéines. 
• Certains aliments sont riches en glutamate : pain, céréales ; d’autres en sont pauvres : légumes secs. 
En plus : 
• Le glutamate est généralement considéré comme le neurotransmetteur le plus important pour la fonction cérébrale 
normale et on estime que plus de la moitié des neurones cérébraux en sécrètent 
• L’action des glutamates se révèle très difficile à étudier de par sa nature éphémère. 
 
Aspartate (Asp) D, ou acide aspartique 
• L’aspartate est un acide aminé acide. 
• Le radical de l’acide aspartique est une chaîne de 2 carbones portant une fonction acide carboxylique. Le pK étant de 
4,0 cette fonction est presque entièrement ionisée au pH physiologique. L’aspartate joue un rôle important dans 
certaines protéines comme la pepsine agissant en milieu acide. 
• La charge négative fait de l’aspartate un radical très polaire et hydrophile. Elle crée des liaisons électrovalentes avec 
des charges électriques positives d’autres acides aminés (Arg, Lys,…), contribuant à la structure tertiaire et quaternaire 
de la protéine. L’aspartate entre aussi dans la structure de nombreux sites de liaison où il contribue à fixer le ligand par 
des liaisons électrovalentes. 
• L’aspartate représente environ 6 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en aspartate : pommes de terre, cacahuètes ; d’autres en sont pauvres : soja, pain. 
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Tryptophan (Trp) W 
• Le tryptophane est un acide aminé aromatique et essentiel 
• Il est aromatique, apolaire et hydrophobe (comme la phénylalanine). 
• Le radical du tryptophane comprend un seul carbone suivi d’un carbure aromatique composé de deux noyaux accolés : 
benzène et pyrrole. Ce noyau est un noyau indole. 
• L’hydrophobie du radical du tryptophane permet la formation de liaisons faibles (dites liaisons hydrophobes) avec 
d’autres acides aminés hydrophobes (Ile, Phe, Leu, …) qui contribuent à la structure tertiaire et quaternaire des 
protéines. 
• Le tryptophane représente environ 1 % des acides aminés des protéines de notre organisme. C’est le plus rare des 20 
acides aminés dans la séquence primaire de nos protéines. 
• Certains aliments sont riches en tryptophane : oeufs, noix de coco ; d’autres en sont pauvres : maïs, carottes, chou. 
Bon à savoir : 
• Très fragile, il est détruit par les acides minéraux, et ne peut être isolé dans les hydrolysats acides des protéines. C’est 
un acide aminé contenant un hétérocycle indole qui lui confère de propriétés spectroscopiques d’absorption et de 
fluorescence dans l’UV. 
• En 1989, du tryptophane vendu comme supplément alimentaire produit par manipulation génétique d’une bactérie 
produit une épidémie d’une nouvelle et mystérieuse maladie, le syndrôme éosinophilie-myalgie (EMS), qui tua 37 
personnes et en rendit 1,500 autres infirmes. 
 
Phénylalanine 
• La phénylalanine est un acide aminé aromatique essentiel 
• Le radical de la phénylalanine comprend un seul carbone suivi d’un carbure aromatique très hydrophobe. 
• L’hydrophobie du radical de la phénylalanine permet la formation de liaisons faibles (dites liaisons hydrophobes) avec 
d’autres acides aminés hydrophobes (Ile, Leu, …) qui contribuent à la structure tertiaire et quaternaire des protéines. 
• La phénylalanine représente environ 4 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en phénylalanine : pain, oeufs, abats ; d’autres en sont pauvres : chou, betteraves. 
Autres : 
• L’action de la phénylalanine hydroxylase (enzyme) la transforme en un autre acide aminé : la tyrosine, qui n’est de ce 
fait pas un acide aminé essentiel. 
• La phénylalanine est, avec l’aspartate, l’un des deux constituants de l’aspartame, un dipeptide utilisé comme 
édulcorant dans les boissons et les aliments dits ‘‘légers’’ 
 
Proline (Pro) P 
• La proline est un acide--aminé 
• Le radical de la proline comprend donc 3 carbones saturés dont le dernier est lié à la fonction -aminée incluse dans la 
liaison peptidique. Le tout forme un noyau pyrrole (4 carbones et 1 azote). 
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• La présence d’une proline dans la structure primaire d’une protéine empêche la constitution des liaisons hydrogènes de 
la structure secondaire : fin des hélices , bords des feuillets ß, … 
Autres : 
• La proline représente environ 4 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en proline : gélatine, pain, lait ; d’autres en sont pauvres : pommes de terre. 
• La proline possède une fonction amine secondaire et non pas une fonction imine 
 
Methionine (Met) M 
• La méthionine est un acide--aminé soufré essentiel 
• Son radical est apolaire et hydrophobe. Elle joue un rôle spécifique dans le complexe d’initiation de la biosynthèse 
des protéines. 
• La méthionine représente environ 2 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en méthionine : oeufs ; d’autres en sont pauvres : graines végétales, gélatine. 
Autres notions : 
• La méthionine joue un rôle critique dans la reproduction, la survie cellulaire, la méthylation des protéines et de l’ADN 
• Le soufre de la méthionine est sensible à l’oxydation qui donne lieu à deux dérivés : la méthionine sulfone et la 
méthionine sulfoxyde 
• Rôle de la vitamine B12 à la synthèse de la méthionine. 
 
Isoleucine (Iso) I 
• Le radical de l’isoleucine est le plus hydrophobe de tous les radicaux des acides aminés des protéines 
• L’hydrophobie du radical de l’isoleucine permet la formation de liaisons faibles (dites liaisons hydrophobes) avec 
d’autres acides aminés hydrophobes (Phe, Leu, …) qui contribuent à la structure tertiaire et quaternaire des protéines. 
Où est l’isoleucine ? 
• L’isoleucine représente moins de 4 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
 
Leucine (Leu) L 
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• La leucine est un acide aminé alpha essentiel 
• Le radical de la leucine est un carbure saturé et branché, mais symétrique. 
• Il est très hydrophobe et l’hydrophobie du radical de la leucine permet la formation de liaisons faibles (dites liaisons 
hydrophobes) avec d’autres acides aminés hydrophobes (Ile, Phe, …) qui contribuent à la structure tertiaire et 
quaternaire des protéines. 
Où est la leucine ? 
• La leucine représente environ 8 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en leucine : lait, maïs ; d’autres en sont pauvres : pommes de terre, betteraves, chou. 
 
Valine (Val) V 
• La valine est un acide aminé essentiel 
• Le radical de la valine est un carbure saturé et branché, mais symétrique. 
• Il est hydrophobe et l’hydrophobie du radical de la valine permet la formation de liaisons faibles (dites liaisons 
hydrophobes) avec d’autres acides aminés hydrophobes (Ile, Phe, Leu, …) qui contribuent à la structure tertiaire et 
quaternaire des protéines. 
Où est la valine ? 
• La valine représente environ 5 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en valine : lait, oeufs ; d’autres en sont pauvres : pain, chou, betteraves. 
Autres notions 
• La L-alanine est créée dans les cellules musculaires au départ du glutamate dans un processus appelé transamination. 
Dans le foie, l’alanine se transforme en pyruvate. 
 
Alanine (Ala) A 
• L’alanine est un acide aminé neutre 
• C’est le 2eme acide aminé le plus petit, derrière la glycine 
• Son radical se réduit à un méthyl (CH3), qui lui confère des propriétés légèrement apolaires et hydrophobes et ne 
permet pas de participer à des réactions chimiques 
Où est l’Alanine ? 
• L’alanine représente environ 6 % des acides aminés des protéines de notre organisme 
• Certains aliments sont riches en alanine : maïs, abats (triperie) ; d’autres en sont pauvres : lait, légumes secs. 
Notions sur son rôle dans le corps 
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• La L-alanine est créée dans les cellules musculaires au départ du glutamate dans un processus appelé transamination. 
Dans le foie, l’alanine se transforme en pyruvate. 
 
Cystéine (Cys) C 
• La cystéine est un acide aminé soufré. 
• Le radical de la cystéine ne comprend qu’un seul carbone porteur d’une fonction thiol. Cette fonction peut s’oxyder en 
se liant à une autre fonction thiol de la protéine formant ce qu’on appelle un pont disulfure. 
• Les ponts disulfures par leurs liaisons covalentes entre des cystéines d’une même chaîne d’acides aminés ou d’une 
autre chaîne, sont les liens les plus stables de la structure tertiaire et quaternaire des protéines. 
• Les formes cystéine et cystine forment des couples d’oxydoréduction dans les protéines, dont le potentiel standard est 
bas, réducteur (E’o = -230 mv). Ces fonctions sont responsables de l’état d’oxydoréduction variable des protéines. 
• La cystéine représente environ 1 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en cystéine : poissons ; d’autres en sont pauvres : lait de vache, lentilles. La gélatine en est 
dépourvue. 
Anecdote : 
• Les moutons ont besoin de cystéine pour produire de la laine, c’est un acide aminé essentiel qu’ils ne peuvent pas 
synthétiser. Ils doivent donc le trouver dans leur alimentation. Cela signifie que durant une période de sécheresse, les 
moutons arrêtent de produire de la laine. 
 
Tyrosine (Tyr) Y 
• La tyrosine est un acide aminé aromatique. 
• Le radical de la tyrosine comprend un seul carbone suivi d’un carbure aromatique. A l’opposé, le noyau porte une 
fonction phénol. 
• Le radical de la tyrosine n’est pas hydrophobe. La présence de la fonction phénol, faiblement acide (pK = 10,1), rend 
ce radical beaucoup plus polaire. 
• Les échanges d’hydrogène avec le noyau phénol se faisant facilement, la tyrosine est un radical fréquent dans les sites 
catalytiques des enzymes. 
• De nombreuses réactions chimiques mettant en évidence la fonction phénol des tyrosines servent à doser les protéines 
dans les liquides biologiques. 
• La tyrosine représente environ 3 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en tyrosine : fromage, lait, riz ; d’autres en sont pauvres : pommes de terre, chou. 
 
Thréonine (Thr) T 
• La thréonine est un acide aminé alcool. 
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• Le radical de la thréonine comprend 2 carbones dont le premier est porteur d’une fonction alcool secondaire. Ce 
radical est donc asymétrique. 
• Cette fonction alcool permet des estérifications. 
• La thréonine représente environ 4 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en thréonine : oeufs ; d’autres en sont pauvres : pain, haricots verts, oléagineux. 
 
Sérine (Ser) S 
• La sérine est un acide aminé alcool. 
• Le radical de la sérine comprend un seul carbone porteur d’une fonction alcool primaire. 
• Cette fonction alcool rend la sérine faiblement hydrophile, mais surtout permet des estérifications avec l’acide 
phosphorique, importantes dans la régulation de l’activité des protéines. 
• La sérine représente environ 4 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en sérine : oeufs, lait, riz ; d’autres en sont pauvres : pommes de terre. 
 
Glycine (Gly) G 
• Le glycocolle (glycine en anglais) est un acide aminé neutre. 
• Le radical de la glycine se réduit à un atome d’hydrogène. La glycine est le seul acide aminé dont la structure soit 
symétrique. 
• Bien qu’il soit le moins polaire de tous les acides aminés, le glycocolle confère peu de propriétés à la protéine. 
• La glycine représente environ 5 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en glycocolle : orge, riz, gélatine ; d’autres en sont pauvres : lait, pommes de terres… 
 
Glutamine 
• La glutamine est un acide aminé amidé. 
• Le radical de la glutamine est constitué d’une chaîne de 3 carbones qui se termine par une fonction acide carboxylique, 
amidifiée par une molécule d’ammoniaque. Cette amidification cache les propriétés de la fonction acide. 
• A cause des liaisons hydrogène autour de la liaison amide, la glutamine est un radical faiblement polaire, et 
chimiquement neutre. 
• La glutamine représente environ 9 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• La glutamine est aussi le plus abondant des acides aminés libres en circulation dans le sang. 
En plus : 
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• La glutamine est réputée pour ses divers effets sur l’accélération de la guérison après une opération chirurgicale, à 
priori sans effets secondaires. Les temps de convalescence après une opération de chirurgie abdominale sont réduits si 
l’on nourrit le patient par intraveineuse avec des mélanges contenant de la glutamine. 
 
Asparagine (Asn) N 
• L’asparagine est un acide aminé amidé. 
• Le radical de l’asparagine est constitué d’une chaîne de 2 carbones qui se termine par une fonction acide carboxylique, 
amidifiée par une molécule d’ammoniaque. Cette amidification cache les propriétés de la fonction acide. 
• A cause des liaisons hydrogène autour de la liaison amide, l’asparagine est un radical faiblement polaire, mais 
chimiquement neutre. 
• L’asparagine représente environ 3 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
 
Histidine (His) H 
• L’histidine est un acide aminé basique. 
• Le radical de l’histidine comprend un carbone et un noyau imidazole formé de trois carbones et de deux azotes. Ce 
noyau est ionisable et le pK est de 6,0, ce qui est très voisin des pH habituels des compartiments cellulaires. Le noyau 
imidazole est polaire mais peu hydrophile. 
• Les échanges d’hydrogène avec le noyau imidazole se faisant facilement au pH physiologique, l’histidine est un 
radical fréquent dans les sites catalytiques des enzymes. 
• L’histidine représente environ 3 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en histidine : viande, abats ; d’autres en sont pauvres : chou-fleur. 
En plus : 
L’histidine est un acide aminé qui remplit des fonctions importante dans la structure et la fonction des protéines. Son noyau 
imidazole dispose d’un atome d’azote pouvant capter un proton, avec un pKa proche de la neutralité (pKa~6.8) et donc des 
conditions physiologiques. 
• Elle permet à certains résidus d’histidine présents dans les sites actifs d’enzymes d’intervernir dans des réactions de 
transfert de proton, dans les conditions physiologiques du cytoplasme (pH~7). 
• Dans l’hémoglobine, les histidines présentes dans la protéine participent au maintien du pH sanguin, en agissant 
comme molécule tampon 
 
Arginine (Arg) R 
• L’arginine est un acide aminé basique : c’est le plus basique des 20 acides aminés. 
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• Le radical comporte une chaîne de 3 carbones suivie d’un noyau guanidinium : un atome de carbone entouré de trois 
fonctions amine. Un électron ionisé crée une charge positive dans le noyau guanidinium, délocalisée dans les orbitales 
des trois liaisons C-N. 
• Le noyau guanidinium est très basique (pK = 12,5) ce qui confère une charge positive immuable à ce radical. De ce 
fait, le radical de l’arginine est le plus polaire et le plus hydrophile des tous les radicaux d’acides aminés des protéines. 
Cette charge positive crée des liaisons électrovalentes avec des charges électriques négatives d’autres acides aminés 
(Asp, Glu,…), contribuant à la structure tertiaire et quaternaire de la protéine. L’arginine entre aussi dans la structure 
de nombreux sites de liaison où elle contribue à fixer le ligand par des liaisons électrovalentes. 
• L’arginine représente environ 7 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en arginine : noix, noisettes, riz ; d’autres en sont pauvres : betteraves, carottes, pain. 
En plus : 
• L’arginine est un acide aminé ‘‘semi-essentiel’’ synthétisé normalement par l’organisme en fonction de ses besoins, à 
partir duquel le corps fabrique de l‘oxyde nitrique (substance qui favorise la dilatation des vaisseaux sanguins) et de la 
créatine (nutriment non essentiel associé au développement et au fonctionnement des muscles). 
 
Lysine (Lys) K 
• La lysine est un acide--aminé basique et essentiel 
• C’est l’un des plus courant des 20 acides aminés 
• Le radical comporte une chaîne de 4 carbones suivie d’une fonction amine, dont un électron ionisé crée une charge 
positive. 
• Le radical de la lysine est très basique (pK = 10,8) ce qui lui confère une charge positive stable. De ce fait, le radical de 
la lysine est très polaire et très hydrophile. Cette charge positive crée des liaisons électrovalentes avec des charges 
électriques négatives d’autres acides aminés (Asp, Glu,…), contribuant à la structure tertiaire et quaternaire de la 
protéine. L’arginine entre aussi dans la structure de nombreux sites de liaison où elle contribue à fixer le ligand par des 
liaisons électrovalentes. 
• La lysine représente environ 8 % des acides aminés des protéines de notre organisme. 
• Certains aliments sont riches en lysine : viande, abats ; d’autres en sont pauvres : pain, oléagineux 
Aussi : 
• L’allysine, un dérivé de la lysine, est utilisé dans la production de l’élastine et de collagène 
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2 Production de protéines recombinantes 
2.1 Cartographie des plasmides 
2.1.1 pet 24a 
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2.2 Protocole pour transformer des bactéries 
- ajouter 1 à 100 µg de plasmide dans un tube de bactéries compétentes 
- incuber 45’ dans la glace à 4 °C 
- choc thermique 1’30’’ à 42 °C 
- incuber 15’ dans la glace à 4 °C 
- ajouter 1 ml de milieu LB 
- incuber 1 h à 37 °C sous agitation 
- centrifuger 2’ à 10000 g 
- retirer 1 ml de milieu 
- étaler sur boîte LB agar + antibiotique(s) 
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L’antibiotique à ajouter est celui correspondant au gène de résistance du plasmide incorporé. Il 
s’agit de la kanamycine dans le cas du pet24a et de l’ampicilline pour le pt7-7. Lorsque des 
bactéries PlysS sont utilisées, il faut rajouter l’antibiotique chloramphénicol afin de conserver le 
plasmide propre au PlysS. 
 
2.3 Protocoles de purification 
2.3.1 Het-s 218-289 : 
- Reprendre les bactéries dans un tampon 100 mM Tris HCl pH 8, 150 mM NaCl  (noté TpA) 
- Lyser par bain ultrasons 
- Centrifuger le lysat 45 min à 30000 g 
- Reprendre le culot contenant les corps d’inclusion dans un TpA + 6 M Guanidine 
- Centrifuger 45 min à 30000 g 
- Filtrer le surnageant à 0,22 µ 
- Charger sur colonne his trap équilibrée avec TpA + urée 8 M 
- Laver avec TpA + urée 8 M 
- Laver avec TpA + urée 8 M + IMDZ 10 mM  
- Eluer avec TpA + urée 8 M + IMDZ 300 mM 
- Récupérer les fractions intéressantes  
- Dialyser contre acide acétique 1% 
 
2.3.2 Rubrédoxine de methanococcus voltae 
- Reprendre les bactéries en acide acétique 1% (v/v) : 50 ml par gramme de culot 
- Lyser par bain ultrasons 
- Centrifuger le lysat 10' à 9000 g 
- Filtrer le surnageant à 0,22 µ  
- Charger sur colonne his trap équilibrée avec de l'acide acétique 
- Laver avec de l’acide acétique 
- Eluer avec de l’acide acétique + imidazole 300 mM  
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- Récupérer les fractions intéressantes  
- Dialyser contre tampon adapté 
 
2.3.3 Rd-het : lyse en acide acétique 
- Reprendre les bactéries en acide acétique 1% (v/v) : 50 ml par gramme de culot 
- Lyser par bain ultrasons 
- Centrifuger le lysat 10' à 9000 g 
- Filtrer le surnageant à 0,22 µ  
- Charger sur colonne his trap équilibrée avec de l'acide acétique 
- Laver avec de l’acide acétique 
- Eluer avec de l’acide acétique + NaCl 100 mM  
- Récupérer les fractions intéressantes  
- Stocker à 4 °C 
 
2.3.4 Rd-het : lyse en urée 8 M 
- Reprendre les bactéries dans 200 mL Tp tris 10mM pH8, urée 8 M 
- Lyser par bain ultrasons 
- Centrifuger le lysat 30’ à 40000 g 
- Filtrer le surnageant sur 0,45 µm 
- Charger sur colone Nickel préalablement équilibrée avec Tp tris 10 mM pH8, urée 8 M 
- Rincer avec Tp tris 10 mM pH8, urée 8 M 
- Rincer avec Tp tris 10 mM pH8, urée 8 M, IMDZ 15 mM 
- Eluer avec Tp tris 10 mM pH8, urée 8 M, IMDZ 300 mM 
- Récupérer les fractions intéressantes 
- Dialyser contre de l’acide acétique 1% 
 
 
